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Resumen 
 
En este trabajo se aborda el estudio, mediante microscopía y 
espectroscopia de fuerzas, de propiedades tanto electrostáticas como 
mecánicas de superficies biológicas en medio líquido, con un interés específico 
en el estudio de moléculas biológicas de forma individual.  
 
Se puede considerar que esta tesis está dividida en tres partes. En la 
primera, capítulos 1-3, se introduce tanto el contexto en el que se ha 
desarrollado este trabajo, como la técnica que se ha empleado: el microscopio 
de fuerzas atómicas (AFM). Así, en el capítulo 1 se exponen los desarrollos 
clave de las microscopías de sonda local que han precedido a los realizados en 
este trabajo, para después plantear las razones que lo han motivado. En el 
capítulo 2 se introduce el AFM, así como diversos aspectos del procesamiento 
e interpretación de los resultados que se generan. Finalmente, en el capítulo 3 
se resumen algunas de las interacciones más importantes que se originan 
entre las muestras sumergidas en medio líquido con la sonda del AFM.  
 
En la segunda parte de la tesis, capítulos 4-6, se aborda el uso del AFM 
en el estudio de fuerzas electrostáticas de doble capa (EDC). En el capítulo 4 
se demuestra la posibilidad del AFM para estudiar estas fuerzas sobre 
moléculas biológicas individuales. En el capítulo 5 se desarrolla una estrategia 
en la que se utiliza la fuerza EDC para visualizar muestras biológicas en medio 
líquido evitando en todo momento el contacto entre punta y muestra. En el 
capítulo 6 se desarrolla un modelo para interpretar la fuerza EDC sobre 
moléculas biológicas individuales, lo que permite estimar su densidad de carga.    
 
Por último, en la tercera parte, capítulos 7-8, son las fuerzas 
intermoleculares las que se estudian. En el capítulo 7 se introduce el estudio de 
estas fuerzas con el AFM, y se ejemplifica con el estudio que se ha realizado 
de la interacción entre proteínas tau. Finalmente, en el capítulo 8 se demuestra 
como es posible obtener con el AFM mapas de reconocimiento molecular con 
una resolución suficiente como para detectar moléculas biológicas individuales. 
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1. Introducción 
 
1.1. Precedentes y contexto 
 
El microscopio de fuerzas atómicas (AFM) se encuadra, junto a su 
predecesor, el microscopio de efecto túnel (STM), dentro de las denominadas 
microscopías de sonda local (SPM). Desde el comienzo de su andadura, hace 
algo más de veinte años, estas técnicas han abierto nuevas y espectaculares 
posibilidades en la investigación de superficies, debido fundamentalmente a 
que su resolución está por debajo de la que impone la difracción a las 
microscopías óptica y electrónica. Con la finalidad de entender mejor las 
motivaciones con las que se inició este trabajo de tesis, merece la pena hacer 
un breve recorrido histórico desde sus inicios hasta el posterior desarrollo de 
las microscopías de sonda local. Con este objetivo, primero se resumen los 
comienzos del STM haciendo especial hincapié en los desarrollos que fueron 
claves para la aparición, poco tiempo después, del AFM, técnica que se 
presenta en la segunda parte de esta sección. Finalmente hago un análisis de 
las ventajas que desde sus principio ha ofrecido el AFM para estudiar material 
biológico en medio líquido, lo que motivó un rápido desarrollo de aplicaciones 
en esta área, algunas de las cuales comento de forma breve.  
 
1.1.1. El Microscopio de Efecto Túnel 
 
En 1978, Heini Rohrer contrató a Gerd Binnig para trabajar junto a él en 
los laboratorios de IBM en Zurich. A ellos se unieron dos miembros del equipo 
técnico de IBM, Christoph Gerber y Edi Weibel, completando el grupo que 
desarrollaría el primer STM. Por aquel entonces, Rohrer estaba interesado en 
el estudio de láminas delgadas de óxidos crecidas sobre superficies metálicas 
y, sobretodo, en el efecto que tendrían inhomogeneidades del tamaño de 
nanómetros sobre su estructura, crecimiento y propiedades electrónicas. Sin 
embargo, no se disponía de una técnica experimental que permitiese este 
estudio. Fue entonces cuando conocieron un trabajo de W.A. Thompson 
[Thompson76], donde se intentaba medir corriente túnel mediante una punta 
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conductora posicionable. Este trabajo les hizo pensar que, si conseguían 
desarrollar el sistema propuesto por Thompson, podrían utilizarlo para su idea 
de estudiar superficies de forma local.  A partir de la corriente túnel entre punta 
y muestra se podría obtener información acerca de la estructura y propiedades 
de áreas de la muestra, cuya extensión estaría determinada por el tamaño de 
la punta. No tardaron mucho en darse cuenta que, de esta forma, no sólo 
obtendrían una técnica capaz de realizar espectroscopía túnel de forma local. 
Barriendo una superficie con la punta se podrían obtener imágenes de la 
topografía manteniendo la punta a una distancia de unos pocos Ángstrom de la 
superficie. Esto se conseguiría ajustando la distancia entre punta y muestra de 
modo que la corriente túnel entre ambas permaneciese constante. A mediados 
de 1979 se presentó la primera patente sobre STM (Patente US4343993). 
Había nacido un nuevo tipo de microscopía. 
 
 
 
Figura 1.1. Imagen del grupo que desarrolló el STM en el laboratorio de IBM en Zurich junto a 
uno de los primeros prototipos. De izquierda a derecha: Christoph Gerber, Gerd Binnig, Heini 
Rohrer y Edi Weibel.  
 
Los primeros esfuerzos se centraron en solventar problemas técnicos. 
Se debían evitar las vibraciones mecánicas que harían chocar punta y muestra. 
Para ello, en los primeros montajes el sistema reposaba sobre una base 
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magnética que se hacía levitar sobre un cuenco de plomo en estado 
superconductor. Al poco tiempo se abandonó esta práctica en favor de 
montajes más sencillos e igualmente efectivos, como sistemas de placas 
rígidas separadas por materiales visco-elásticos. Las vibraciones acústicas se 
evitaban realizando los experimentos en ambiente de vacío, lo que también 
favorecía la limpieza de punta y muestra. Esta faceta ha sufrido un enorme 
desarrollo, desde los primeros sistemas de Zurich, donde el STM se introducía 
en un desecador cerrado con cinta aislante, hasta las complejas cámaras de 
UHV actuales. Por otra parte, la punta debía ser capaz de realizar dos tipos de 
movimiento. Uno de aproximación gruesa, donde punta y muestra se 
acercasen desde una distancia de milímetros hasta una distancia por debajo 
del nanómetro. Por otro lado, se debía poder realizar un movimiento más fino 
donde la punta se desplazase sobre la muestra con una precisión de ángstrom. 
Esta dificultad técnica se superó empleando materiales piezoeléctricos para 
realizar estos movimientos. 
 
Quizás uno de los mayores problemas a los que se enfrentaron los 
pioneros del STM fue la fabricación de las puntas, ya que el tamaño de estas 
delimitaría la resolución de la técnica. Las primeras puntas se obtenían afilando 
hilos de W de alrededor de 1mm de espesor con una rectificadora. La escasa 
reproducibilidad de este método hizo que se desarrollasen técnicas más 
elaboradas y efectivas como el ataque electroquímico seguido de un 
tratamiento posterior en vacío [Méndez92]. 
 
El enorme trabajo técnico que desarrolló el grupo de Zurich pronto dio 
resultados. En 1981 consiguieron medir la dependencia exponencial de la 
corriente túnel con la distancia entre punta y muestra a temperatura ambiente y 
en condiciones de vacío no demasiado estrictas [Binnig82a]. Poco después 
publicaron las primeras imágenes de STM donde se mostraban escalones 
monoatómicos en cristales de Au y CaIrSn4 [Binnig82b]. Durante estos 
experimentos se dieron cuenta de que las puntas no tenían superficies suaves. 
Más bien eran bastante abruptas, compuestas a escalas de nanómetros por 
varias mini puntas. Debido a la dependencia exponencial con la distancia, sólo 
el último átomo en el apéndice de la mini punta más cercana a la superficie 
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contribuiría a la corriente túnel. Este argumento abría la posibilidad de obtener 
resolución atómica. Los primeros resultados con resolución atómica se 
obtuvieron en la reconstrucción del Au(110)-(1x2) [Binnig83a]. Aunque sin duda 
alguna, el resultado más impactante fue la visualización de la estructura de la 
reconstrucción del Si(111)-(7x7) [Binnig83b]. Esta reconstrucción era un tema 
de arduo debate en la física de superficies de aquella época. Sin embargo, las 
imágenes obtenidas excluían todos los modelos con los que se especulaba. 
Sólo uno se aproximaba: el modelo de los adátomos [Harrison76], sólo que el 
número de adátomos no era el correcto. La forma tan aparentemente sencilla 
en que se resolvió este problema fue la causa de que la comunidad científica 
se rindiese por fin ante el potencial de la nueva técnica. No tardaron tampoco 
en extenderla a otros campos diferentes a la ciencia de superficies, como por 
ejemplo a la biología. En un trabajo junto a H. Gross del ETH (Instituto Federal 
Suizo de Tecnología), obtuvieron imágenes de cadenas de ADN depositadas 
sobre superficies de carbono [Binnig84].  
 
A partir de la expectación que generaron los primeros resultados, 
investigadores de todo el mundo acudían a Zurich para ver funcionar el STM, 
aunque sólo algunos con el objetivo de aprender la técnica. Entre ellos cabe 
destacar al director de esta tesis, Arturo M. Baró, que llevó a cabo en 1983 la 
primera incursión del STM en el campo de la química de superficies [Baró84], 
observando la reconstrucción del Ni(110)-(2x1) inducida por adsorción de 
oxígeno. Poco después también realizó los primeros experimentos de STM en 
aire y a temperatura ambiente, en los que se visualizó el bacteriófago Φ29 
[Baró85], un trabajo que ya anticipaba el potencial de las microscopías de 
sonda local al estudio de muestras biológicas. Sin embargo, y a pesar del 
enorme esfuerzo tanto divulgativo como didáctico por parte de Binnig y Rohrer, 
muy pocos grupos fuera de Zurich empezaron  a trabajar en STM durante sus 
primeros años de vida. Entre estos grupos destacaron el de Cal Quate en la 
Universidad de Stanford [Quate86] y el de Paul Hansma en la Universidad de 
Califonia, en Santa Barbara [Hansma83]. No sólo eso, si no que además 
ninguno de ellos conseguía obtener resolución atómica, algo que parecía 
reservado a los sistemas montados por Binnig. Para reactivar esta situación 
Quate organizó un congreso informal en Cancún, en 1984, al que también 
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acudió Rohrer. Allí se discutieron sobretodo los aspectos técnicos del STM. El 
éxito de esta iniciativa se plasmó al año siguiente, en el congreso de la 
Sociedad Americana de Física en Marzo de 1985, donde se presentaron 
imágenes con resolución atómica de grafito [Hansma85], y de diversas 
reconstrucciones de películas de Ge depositadas en Si(111) [Becker85]. En 
Julio de ese mismo año, IBM celebró una reunión internacional exclusivamente 
sobre STM en Oberlech, Austria, dirigida por Rohrer [IBM86]. Allí se 
presentaron 35 contribuciones, muchas de ellas mostrando también resolución 
atómica. Por fin este hito se conseguía de forma casi rutinaria en diversos 
grupos alrededor del mundo, con lo que el STM se consolidó finalmente 
emancipándose de los laboratorios de Zurich. El profundo impacto de esta 
técnica, capaz de visualizar estructuras superficiales en el espacio real, en tres 
dimensiones, y con una resolución por debajo del ángstrom, se plasmó un año 
después, en 1986, con la concesión del  Premio Nobel de Física  a G. Binnig y 
H. Rohrer por el diseño del STM.  
 
1.1.2. El Microscopio de Fuerzas Atómicas 
 
Apenas cuatro años después del primer montaje experimental, el STM 
había revolucionado el estudio de las superficies metálicas y semiconductoras. 
Sin embargo, las superficies aislantes quedaban fuera de su alcance. Pero 
Binnig ya había encontrado una solución a este problema antes incluso de que 
le concediesen el Premio Nobel: el Microscopio de Fuerzas Atómicas (AFM). 
En el congreso de Oberlech, John Pethica de la Universidad de Oxford dio una 
conferencia sobre el rugosímetro [Williamson67], técnica en la que se realizan 
barridos sucesivos con una aguja muy afilada en contacto con una superficie. 
De este modo se pueden obtener imágenes topográficas registrando la altura 
de la punta, alcanzando una resolución lateral en el rango 0.1μm-1μm, y una 
resolución vertical del orden de 1nm. Pethica también habló de las fuerzas 
existentes entre punta y muestra, y argumentó que deberían tenerse en cuenta 
en el análisis de las imágenes de STM. Incluso pronosticó que diversas 
mejoras en la técnica permitirían obtener resolución atómica en el futuro. Estas 
ideas pasaron desapercibidas entre la mayoría de una audiencia interesada 
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casi exclusivamente en imágenes de resolución atómica con STM, pero no 
para Binnig. De hecho, aunque al principio la presencia e importancia de 
fuerzas entre punta y muestra en STM pasó desapercibida, pronto quedó 
demostrada [Soler86].  
 
Inspirado por las ideas de J. Pethica, Binnig inventó el AFM en 1985 
junto a otro de los miembros del equipo del STM, Ch. Gerber, durante una 
estancia en el laboratorio de C. Quate [Binnig86]. En el AFM, técnica que se 
puede considerar inspirada en el STM y en el rugosímetro,  se utiliza una punta 
muy afilada, con un radio de curvatura del orden de nanómetros, para barrer 
una superficie. La punta está situada en el extremo libre de un fleje, de modo 
que registrando la deflexión del fleje durante el barrido, o manteniéndola 
constante ajustando la posición vertical de la muestra, se pueden obtener 
imágenes de la superficie de una gran variedad de muestras, sin la necesidad 
de que éstas sean conductoras como en el caso del STM.  
 
En el AFM se utilizaron muchos de los desarrollos diseñados para el 
STM, como la forma de aislar el sistema de vibraciones, de realizar los 
desplazamientos relativos punta-muestra, o las unidades electrónicas que 
controlan los microscopios. Se comparten también muchas similitudes con el 
rugosímetro. Sin embargo, sus diferencias también son notables. En primer 
lugar, el AFM necesita una punta tan afilada como sea posible con el objetivo 
de lograr una mayor resolución, mientras que en el rugosímetro esta debe ser 
suave y bien definida. La diferencia de tamaño entre las puntas implica que las 
fuerzas en un AFM serán varios órdenes de magnitud más pequeñas. Se 
puede estimar que las fuerzas ejercidas por una superficie sobre una punta de 
AFM, con radios de curvatura aproximados de entre 10nm y 100nm, estarán 
normalmente por debajo de valores de unos pocos nanonewtons. Para detectar 
fuerzas tan pequeñas se necesitan flejes con constantes de fuerza también 
pequeñas para maximizar la deflexión. Las puntas utilizadas en un principio 
tenían constantes de fuerza del orden de nN/nm. De este valor se deduce que, 
para ser sensible a fuerzas del orden de nanonewtons, un AFM debe contar 
con un sistema de detección de deflexión del fleje sensible a desviaciones de 
nanómetros. Para ello, en los primeros AFMs se colocaba una punta de un 
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STM sobre el extremo libre del fleje. La complejidad de este montaje motivó el 
desarrollo de otros diferentes. Hoy en día el más utilizado es el sistema de 
detección mediante haz láser [Meyer88], sobretodo por su sencilla y económica 
implementación. Este método consiste en hacer incidir un haz láser sobre el 
extremo libre del fleje, y en registrar la posición del haz reflejado con un 
dispositivo sensible a la posición. El bajo valor de las fuerzas entre punta y 
muestra es el origen de otra dificultad técnica. Al igual que en un STM, el AFM 
no debe ser sensible a vibraciones externas. Las plataformas anti-vibración 
típicas en SPM suelen perder efectividad a frecuencias pequeñas, por lo que es 
importante que los distintos componentes del microscopio tengan modos de 
vibración altos (un valor del orden de decenas de kilohercios se considera 
aceptable). Este factor es de especial importancia en el fleje, ya que, cuanto 
menos sensible sea a vibraciones externas, más elevado será su cociente 
señal-ruido. Si la amplitud de las oscilaciones es pequeña, el primer modo de 
vibración del fleje, ω, está directamente relacionado con su constante de 
fuerza, k, de la forma ω2=k/m, donde m es su masa efectiva. De esta relación 
se puede concluir que para conseguir modos de vibración altos en flejes con 
constantes de fuerza pequeñas, su tamaño también debe ser muy pequeño. En 
los primeros sistemas se utilizaban como flejes láminas de oro en uno de cuyos 
extremos se pegaba una punta de diamante [Binnig86]. Al poco tiempo se 
empezaron a utilizar técnicas de microfabricación para obtener flejes y puntas 
más pequeñas, lo que permitió obtener resolución atómica [Binnig87]. 
 
Al igual que el STM, el AFM no servía sólo para visualizar superficies, si 
no que también podía ser utilizado para estudiar la interacción, en este caso la 
fuerza entre punta y muestra a diferentes separaciones entre ambas. El primer 
trabajo en este sentido lo realizó el grupo de IBM en California operando el 
microscopio en el modo de curvas fuerza distancia (curvas de fuerza) 
[McClelland87]. Esta técnica, que se encuadra dentro del campo de la 
Espectroscopia de Fuerzas, consiste en registrar la deflexión del fleje mientras 
ésta se mueve en una dirección normal a la superficie. El potencial de esta 
técnica para aportar información sobre las muestras se demostró desde el 
primer experimento. En efecto, el grupo de IBM observó una histéresis en las 
curvas de fuerza en aire ambiente entre los ciclos de aproximación y retracción. 
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Durante este último aparecía una fuerza de adhesión ausente durante la 
aproximación [McClelland87]. Llegaron a la conclusión de que debía existir una 
película muy delgada de agua recubriendo la superficie. Cuando la punta 
entraba en contacto con esta película se formaba un capilar a su alrededor, 
responsable de la fuerza de adhesión, que podía alcanzar valores de 
nanonewtons.  
 
A pesar de la creencia inicial de que la punta del AFM no dañaba las 
muestras, pronto quedó claro que esto no era así. Muchas de las superficies 
aislantes que se estudiaban también tenían la característica de ser blandas. 
Efectos como la modificación o incluso la destrucción de la muestra por parte 
de la punta eran evidentes [Hansma88]. El interés por estudiar este tipo de 
muestras con el AFM motivó el desarrollo de diversas estrategias para reducir 
la invasividad de la técnica. Una de las más importantes en esta dirección 
surgió del grupo de P. Hansma. Demostraron que, al igual que es posible 
operar el AFM con un capilar de agua rodeando la punta, también es posible 
operar con la punta totalmente sumergida en líquido [Marti87]. Esta estrategia 
permite eliminar el capilar de agua, reduciendo de forma notable la presión 
ejercida sobre la muestra.  
 
Otro de los factores críticos en la invasividad de la técnica es la 
aplicación de fuerzas laterales [DenBoef90]. En general, las constantes de 
torsión en los flejes alcanzan valores mucho más elevados que las constantes 
de fuerza normal (en la dirección normal a punta y muestra). Una consecuencia 
es que se pueden ejercer fuerzas laterales considerables sin que la deflexión 
correspondiente sea detectada. Existen multitud de iniciativas orientadas a 
minimizar el efecto de estas fuerzas. Entre las que más impacto han tenido 
destacan los modos dinámicos de operación [Martin87a]. Este modo consiste 
en barrer la superficie con la punta, pero manteniendo una separación entre 
ambas del orden de 5nm a 20nm, de modo que se minimizan las fuerzas 
laterales y el tiempo de contacto punta-muestra. Para ello se excita el fleje de 
modo que oscile con muy poca amplitud, y se controla la distancia de 
separación manteniendo constante la frecuencia de resonancia del fleje. El 
valor de esta frecuencia varía con el gradiente de la fuerza entre punta y 
 23 
muestra, de forma que se obtienen imágenes de superficies donde este 
gradiente es constante.  Este método, a pesar de las ventajas que ofrecía, en la 
práctica era muy inestable. La cercanía de la punta a la muestra hacía muy 
probables los choques entre ambas. Cuando esto ocurría las fuerzas de 
adhesión, junto con la baja amplitud de oscilación del fleje, dificultaban, o 
incluso impedían, que la punta se despegase y recuperase su oscilación. Esta 
limitación motivó el desarrollo de otro modo dinámico, el modo tapping 
[Zhong93], donde el fleje se hace oscilar a su frecuencia de resonancia con una 
amplitud mucho mayor que en el modo de no contacto, de modo que se 
establece un contacto intermitente entre punta y muestra. Este incremento de 
amplitud también permite que ambas se despeguen después de haber 
entablado contacto en cada oscilación. La visualización de superficies en este 
modo se realiza manteniendo constante la amplitud de la oscilación durante el 
barrido, ajustando para ello la distancia entre punta y muestra. A su vez, los 
modos dinámicos de operación también han permitido obtener mapas de 
diversas propiedades de la muestra, como por ejemplo magnéticas [Martin87b]. 
La forma más común para obtener estos mapas es realizar barridos sobre 
planos  paralelos a la muestra, pero separados una distancia tal que sólo las 
interacciones a estudiar afecten a la oscilación del fleje. 
 
Una vez constatadas las posibilidades del AFM para la visualización de 
superficies y para la medida de fuerzas, se planteó la combinación de ambas 
facetas como el paso siguiente. De hecho, un nuevo método, denominado 
visualización por espectroscopia de fuerzas (FSI), fue desarrollado de forma 
casi simultánea por los grupos de J. Baldeschwieler [Baselt94], P. Hansma 
[Radmacher94a] y J. Greve [vanderWerf94]. De forma simplificada, en el modo 
FSI se obtiene una curva fuerza distancia para cada punto de una imagen de 
topografía. Mediante el ajuste de las curvas a modelos para la interacción 
punta-muestra se pueden obtener imágenes de propiedades fisico-químicas de 
la muestra. Desarrollos posteriores de este método, como el modo de Fuerzas 
Pulsadas (PFM) [RosaZeiser97] o el modo Jumping (JM) [DePablo98], 
permitieron obtener este tipo de imágenes en tiempo de adquisición real. 
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1.1.3. Aplicación del AFM en biología 
 
El AFM, que se había desarrollado para estudiar superficies aislantes y 
duras, ha evolucionado hasta convertirse en una técnica con un gran espectro 
de aplicaciones en los campos de la biología y de la bioquímica. El material 
biológico sólo conserva su función y estructura en su medio fisiológico, que 
normalmente es una disolución acuosa de una cierta cantidad de iones. La 
principal ventaja del AFM es que permite trabajar en estas condiciones, 
proporcionando imágenes en tres dimensiones con una resolución de 
nanómetros. La mayoría de las macromoléculas biológicas fundamentales 
como las proteínas o los ácidos nucleicos tienen tamaños de este orden, por lo 
que el AFM permite observarlas de forma individual.  
 
Por el contrario, el AFM tiene una gran limitación. Para poder ser 
estudiadas, las muestras deben estar depositadas sobre una superficie. Este 
requerimiento tiene consecuencias importantes, como la imposibilidad de 
observar procesos que sólo tienen lugar en disolución, o como que la superficie 
pueda ejercer algún tipo de influencia sobre la muestra. No obstante, la célula 
es un sistema repleto de superficies como membranas intracelulares y 
extracelulares, diferentes ensamblados de proteínas que forman el 
citoesqueleto, o incluso macromoléculas que sirven de substrato para otras 
más pequeñas. Muchas moléculas biológicas desarrollan su función sobre 
estas superficies y el AFM despuntó desde el principio como una técnica con 
capacidad para estudiar estos sistemas con una claridad comparable a la que 
aportó el STM a las superficies conductoras y semiconductoras. 
 
De este modo, la comunidad que había desarrollado el AFM, 
fundamentalmente formada por físicos, se encontró con una técnica que podía 
ser muy útil en biología. Sin embargo, estos físicos no tenían la experiencia ni 
los conocimientos suficientes como para trabajar con este tipo de muestras, lo 
que les llevo a buscar colaboraciones con químicos y biólogos. Por otro lado, 
tanto la técnica en si misma, como el tipo de resultados que proporcionaba y su 
interpretación, no eran algo sencillo y estandarizado, si no que parecía 
 25 
reservado a los expertos en AFM. No fue fácil que científicos de estos campos 
trabajasen juntos. Sobre todo al principio, cuando los esfuerzos debían estar 
dirigidos a desarrollar protocolos para una preparación reproducible de las 
muestras y a optimizar la técnica, en lugar de a intentar resolver problemas 
científicos en sí. Merece la pena destacar la colaboración que mantuvieron 
desde un principio el matrimonio formado por P. Hansma y H. Hansma, bióloga 
molecular también en la Universidad de California. Juntos observaron por 
primera vez estos materiales en medio líquido [Drake89], y juntos siguen 
formando un grupo de referencia en las aplicaciones biomédicas del AFM 
[Thompson01]. Sin embargo, desde muy pronto se consideró más efectivo 
formar a científicos expertos en una de las dos áreas en la complementaria, 
normalmente durante una etapa posterior al doctorado. Actualmente existe una 
tendencia a formar a los estudiantes desde la etapa del doctorado en diferentes 
disciplinas como AFM, física, química y biología, de modo que se desenvuelvan 
cómodamente en todas ellas, sepan comunicarse con las diferentes 
comunidades y ganen en independencia a la hora de planificar y desarrollar su 
trabajo. 
 
A pesar de todas las dificultades que presentaban las aplicaciones 
biológicas para el AFM, su enorme potencial ha conseguido que éstas se 
hayan ido superando de forma progresiva. Uno de los mayores problemas que 
se encontraron los pioneros en este área, aparte de cómo depositar las 
moléculas sobre superficies, era cómo trabajar con un material tan blando 
como el biológico. El módulo de Young de estos materiales varía bastante de 
unas moléculas a otras, alcanzado valores desde 1GPa para los microtúbulos 
[Alberts94] hasta 0.3GPa para moléculas de ADN [Gromiha96], pero siempre 
de al menos dos órdenes de magnitud por debajo de los de muchos sólidos 
cristalinos. La presión ejercida por una punta de dimensiones nanométricas 
alcanza valores similares al módulo de Young de estas moléculas para fuerzas 
aplicadas del orden de piconewtons. El AFM permite trabajar aplicando fuerzas 
de este orden, por lo que en principio es posible observar este tipo de 
moléculas sin destruirlas. Esto no significa que la interacción con la punta no 
modifique su estructura o su comportamiento, un aspecto muy debatido ya en 
los primeros trabajos [Radmacher92]. De hecho, éste suele ser el caso, y la 
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posible influencia de la punta en los resultados debe estudiarse de forma 
individual en cada experimento. El caso extremo lo componen superficies tan 
interesantes como muchas membranas celulares, cuya visualización es 
extremadamente complicada debido al valor tan pequeño de sus módulos de 
Young, que son del orden de 1kPa [Wu98]. 
 
El afán por reducir la invasividad de la técnica ha sido origen de muchas 
iniciativas. Una estrategia muy efectiva, a la vez que muy didáctica, surgió del 
laboratorio de A. Engel en Basilea. A principio de los años 90 ya se había 
comenzado a caracterizar la dependencia de la fuerza entre punta y muestra 
en medio líquido con la concentración y la fuerza iónica del medio [Butt91b]. El 
grupo de Engel sugirió que para aplicar la menor fuerza posible a las moléculas 
durante el barrido se podía ajustar la composición del líquido en el que se 
trabaja de modo que se minimizase la interacción entre punta y muestra. 
Reduciendo la interacción también se reduce el área de la punta que participa 
en la formación de la imagen, y se incrementa por lo tanto la resolución lateral. 
De esta forma consiguieron obtener las primeras imágenes de superficies de 
proteínas de membrana con resoluciones laterales por debajo del nanómetro 
[Schabert95]. 
 
La necesidad de reducir el daño ejercido sobre las muestras atrajo el 
interés hacia los modos dinámicos de operación. En 1994 los grupos de P. 
Hansma [Hansma94] y de J. Greve [Putman94] desarrollaron, de forma 
simultánea, sistemas capaces de operar en estos modos en medio líquido. En 
la actualidad estos modos son los más utilizados en el estudio de muestras 
biológicas. Su aplicación ha permitido observar desde la evolución temporal de 
conformaciones de moléculas [MorenoHerrero05], hasta interacciones entre 
ellas [Guthold99], adquiriendo imágenes de una misma región de la muestra de 
forma sucesiva. Gracias a una serie de avances instrumentales, el objetivo de 
la visualización en tiempo real está mucho más cerca. Un hito importante en 
este sentido fueron los videos conseguidos por el grupo de Toshio Ando 
compuestos por imágenes de AFM de alta resolución, tomadas a una velocidad 
de más de doce imágenes por segundo, y capaces de mostrar cambios 
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conformacionales en moléculas biológicas, como por ejemplo de miosina 
durante la hidrólisis de ATP [Ando01]. 
 
Pero el AFM no ha demostrado ser útil solamente para visualizar 
moléculas, sino también para estudiar cómo éstas interaccionan con la 
punta/sonda. En efecto, el AFM es capaz de medir la fuerza que ejercen 
moléculas biológicas sobre una sonda (la punta en este caso) cuando ambas 
están próximas. A pesar de que existen diferentes técnicas capaces de medir 
fuerzas con mayor resolución (Fig. 1.2), el AFM es la más utilizada, lo que se 
puede atribuir a varios motivos. Quizás el principal sea lo extendido de la 
técnica. Muchos laboratorios que cuentan de antemano con un AFM pueden 
comenzar a realizar este tipo de experimentos sin tener que poner a punto una 
nueva técnica. Otra ventaja del AFM es el tamaño de la sonda (punta), del 
orden de nanómetros, mientras que en otras técnicas este tamaño es del orden 
de micrómetros. El tamaño de la sonda garantiza de entrada que, 
independientemente del montaje experimental, sólo unas pocas moléculas 
intervendrán en la interacción con la punta. Esta faceta también tiene un gran 
inconveniente, y es que es muy difícil determinar la geometría de la punta. Este 
dato es necesario para determinar propiedades de la muestra a través de 
medidas de fuerzas. Una estrategia muy conocida para evitar esta limitación es 
la microscopía de sonda coloidal [Ducker91], técnica muy similar al AFM. La 
principal diferencia consiste en que, en lugar de una punta muy afilada, en el 
extremo del fleje se ubica una partícula coloidal, de dimensiones sensiblemente 
mayores que la de las puntas típicas en AFM, pero con una geometría y una 
química de su superficie conocidas con gran precisión. Esta estrategia reduce 
el error cometido en la interpretación cuantitativa de las curvas de fuerza, 
aunque la resolución lateral de la técnica también se reduce de forma notable. 
 
Desde muy pronto con el AFM se midieron curvas de fuerza para 
obtener diferentes propiedades de las moléculas biológicas, como la elasticidad 
[Tao92], o la carga electrostática [Butt91a]. Probablemente, una de las 
aplicaciones más espectaculares es la posibilidad de medir fuerzas de 
interacción entre moléculas biológicas. Esta técnica requiere que una de las 
moléculas esté anclada a la punta mientras que la complementaria debe estar 
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anclada a una superficie. Cuando ambas moléculas están cerca existe la 
posibilidad de que se forme un enlace. En este caso se observará una fuerza 
de adhesión cuando punta y muestra se alejen, equivalente a la necesaria para 
romper el complejo.  Así, no tardaron en medirse las fuerzas necesarias para 
separar dos hebras complementarias de ADN [Lee94] o complejos ligando-
receptor [Florin94]. La necesidad de un anclaje fuerte de las moléculas a las 
superficies, pero que a su vez las permitiese interaccionar, puso de manifiesto 
la necesidad de que investigadores con un perfil más químico se implicasen en 
este área [Haselgrüber95]. El AFM no sólo se puede emplear para estudiar 
enlaces intermoleculares, si no también intramoleculares. El grupo de J. 
Fernández ha sido pionero en estos trabajos desde que, en 1997, publicasen el 
primer trabajo en el que desplegaban una proteína aplicando una fuerza 
[Rief97]. Especialmente prometedoras son las aplicaciones del AFM al estudio 
de la interacción entre células iniciadas por el grupo de H.E. Gaub [Benoit00], 
con fascinantes perspectivas en campos como la biología estructural [Krieg08]. 
 
 
 
Figura 1.2. Comparación de rangos de A) tamaños y B) fuerzas, a los que se tiene acceso 
mediante diferentes técnicas [Ritort06].  
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Otra faceta del AFM que promete grandes resultados en el estudio de 
superficies biológicas es su capacidad para obtener, de forma simultánea y 
para una misma región de una superficie, imágenes de topografía junto con 
mapas de parámetros que caractericen a la muestra. Uno de los métodos más 
utilizados para realizar estos experimentos es operar el AFM en el modo FSI. 
De esta forma se pueden localizar sobre una superficie moléculas con afinidad 
por otra anclada a la punta, o dominios con diferentes cargas o módulos de 
elasticidad.  Muchos de estos experimentos se han realizado sobre superficies 
modelo (normalmente formadas por moléculas depositadas sobre otras 
superficies), con el fin de desarrollar y optimizar la técnica [Willemsen98]. Sin 
embargo, parece que muchas de las aplicaciones más interesantes estarán 
centradas en el estudio de membranas celulares [Almqvist04]. En efecto, cada 
vez hay más indicios de que los diferentes componentes de estas membranas 
no se distribuyen de forma homogénea. Por el contrario, se forman micro y 
nano dominios con una gran influencia sobre multitud de funciones de la célula. 
Sin embargo, estos dominios no habían podido ser observados directamente 
hasta la aparición del AFM, técnica que permite localizarlos con una resolución 
de nanómetros [Hinterdorfer06]. 
 
1.2. Motivación de la tesis 
 
Este trabajo comenzó en 2004, un momento en el que el AFM ya se 
había consolidado como una técnica con un enorme potencial para el estudio 
de muestras biológicas. Así, cientos de laboratorios en todo el mundo ya 
hacían uso de esta técnica para obtener imágenes con una resolución sin 
precedentes de estas muestras sumergidas en su medio fisiológico. Otra de las 
capacidades del AFM, la de medir fuerzas, también era ya una técnica muy 
empleada para obtener información sobre diferentes propiedades, como por 
ejemplo mecánicas o electrostáticas, de todo tipo de muestras, incluidas las 
biológicas.  
 
En los últimos diez años también se había demostrado la posibilidad de 
combinar, de forma simultánea, las habilidades del AFM para visualizar 
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superficies y para estudiar la interacción de éstas con la punta/sonda del 
microscopio. Este modo de operación generaba muchas expectativas, debido 
sobre todo a la posibilidad que ofrece para obtener mapas de la distribución de 
fuerzas sobre, o propiedades de, las superficies.  
 
Sin embargo, esta última forma de operar el AFM estaba mucho menos 
extendida que las anteriores, algo no tan extraño ya que estaba implementada 
en muy pocos equipos comerciales debido a las dificultades técnicas que 
planteaba. No sólo eso, sino que la mayoría de los mapas de fuerza que se 
publicaban presentaban una resolución lateral muy baja. Esta última 
característica afectaba de forma especial al estudio de muestras biológicas, ya 
que las unidades básicas de estas muestras, como son las proteínas, los 
ácidos nucleicos, o los lípidos, tienen tamaños del orden de nanómetros. En 
efecto, así como se había demostrado la posibilidad de visualizar moléculas 
biológicas de forma individual, y de medir una gran variedad de interacciones 
sobre ellas, eran muy pocos los casos para los que se habían obtenido mapas 
de fuerza en los que se resolviese la contribución de moléculas individuales. 
Esta baja resolución se había atribuido a diferentes motivos, como por ejemplo 
a los elevados tiempos de adquisición que normalmente se requieren para 
obtener los mapas de fuerza. 
 
Sin embargo, el director de este trabajo, Arturo M. Baró, confiaba en la 
posibilidad de incrementar la resolución lateral en la medida de fuerzas de 
forma notable, y me propuso trabajar en este campo. Desde un primer 
momento se decidió enfocar este trabajo en el estudio de fuerzas tan 
relevantes para los sistemas biológicos como las electrostáticas, o las de 
reconocimiento molecular, con el objetivo final de detectar, cuantificar, e incluso 
visualizar estas fuerzas sobre superficies biológicas con una resolución 
suficiente que permitiese el estudio de moléculas biológicas individuales. 
 
Personalmente, el proyecto me pareció enormemente interesante. Para 
llevarlo a cabo contaría con la amplia experiencia de mi director de tesis en el 
microscopio de fuerzas atómicas. Esto serviría como base para la aplicación de 
nuevas formas de operar el AFM que se habían desarrollado recientemente, y 
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que ofrecían un enorme potencial para el estudio de interacciones entre 
moléculas biológicas en medio líquido. Al tratarse de un proyecto 
multidisciplinar, también debería formarme en campos como la biología o la 
química de superficies, en los que carecía de experiencia debido a mi 
formación exclusiva como físico. A pesar del esfuerzo que esto suponía, eran 
evidentes los beneficios que supondría poder enfocar el estudio de un 
problema desde el punto de vista de disciplinas en principio diferentes. Así, 
decidí unirme a este proyecto, ya que me ofrecía tanto la posibilidad de adquirir 
una sólida formación como científico, como de trabajar en un campo tan 
fascinante como es el estudio de las propiedades que presentan a una escala 
nanométrica materiales tan complejos como los biológicos. 
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2. El Microscopio de Fuerzas 
 
En este capítulo se resumen algunos puntos con especial importancia 
para la realización de esta tesis, de modo que se pueda acudir a ellos de una 
forma sencilla durante su lectura. Se empieza con una breve explicación de la 
microscopía de fuerzas y del sistema con el que se ha trabajado. Después se 
plantean unas sencillas nociones sobre la interacción entre punta y muestra 
que sirven como introducción a la explicación de los modos de operación del 
AFM utilizados en esta tesis. 
 
2.1. Fundamentos de la Microscopía de Fuerzas 
 
El Microscopio de Fuerzas (AFM) basa su funcionamiento en la 
interacción entre su sonda, una punta muy afilada, y la muestra a estudiar. Esta 
interacción se controla ajustando la posición relativa entre la punta y la 
muestra. En la Fig. 2.1 se muestra un esquema de los componentes básicos de 
un AFM. 
 
 
 
Figura 2.1. Esquema básico del AFM utilizado en esta tesis. 
 
Las puntas suelen tener forma piramidal o de cono, con una altura de 
entre 3μm y 15μm, y con un  radio de curvatura final de ~10nm (Fig. 2.2). Están 
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situadas en el extremo libre de un fleje, de modo que la interacción con la 
muestra provoca la deflexión del mismo. Esta magnitud, que se emplea como 
indicador de la propia interacción, es proporcional a la fuerza entre punta y 
muestra. Para ser sensible a fuerzas pequeñas la constante de fuerza del fleje, 
fk , también debe ser pequeña. Por otro lado, para evitar los efectos derivados 
de vibraciones mecánicas la frecuencia de resonancia del fleje, 0ω  debe ser 
alta, por lo menos de varios kilohercios. Bajo una aproximación lineal estos dos 
parámetros están relacionados mediante la masa efectiva, efffm , de la forma 
efff mk=20ω . Así, para conseguir flejes con constantes de fuerza bajas, y 
frecuencias de resonancia altas, su tamaño debe ser muy pequeño, lo que se 
consigue mediante técnicas de microfabricación [Binnig87]. La mayoría de los 
flejes que se utilizan en la actualidad tienen forma rectangular o triangular (Fig. 
2.2). Suelen tener magnitudes de 100-200 μm de longitud y 20-40 μm de 
ancho. Sus espesores suelen ser de ~1μm, aunque ésta es la dimensión más 
difícil de controlar durante el proceso de fabricación. De esta forma se 
consiguen flejes con constantes de fuerza típicas de entre 0.005nN/nm y 
100nN/nm. 
 
 
 
Figura 2.2. Imágenes de microscopía electrónica de A) flejes tanto triangulares como 
rectangulares en un solo chip, y B) punta situada en el extremo libre de uno de los flejes 
representados en A). Imágenes obtenidas de http://www.mobot.org/jwcross/spm/.  
 
Con estos flejes se obtienen deflexiones del orden de nanómetros, lo 
que requiere un sistema de detección de la deflexión muy sensible. El más 
común en la actualidad consiste en hacer incidir un haz láser sobre el extremo 
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libre del fleje, y en hacer incidir a su vez el haz reflejado sobre un fotodiodo 
[Meyer88] [Alexander88]. Una deflexión en el fleje provoca un cambio 
proporcional en la posición del haz sobre el fotodiodo. El fotodiodo está 
segmentado en cuatro sectores. De esta forma la deflexión en la dirección 
normal punta-muestra será proporcional a la diferencia de intensidad entre los 
cuadrantes superiores e inferiores. Del mismo modo, la torsión lateral del fleje 
será proporcional a la diferencia de intensidad entre los cuadrantes laterales 
del fotodiodo. 
 
El sistema de posicionamiento de la punta debe ser muy preciso. Para 
ello se utilizan cerámicas piezoeléctricas. En el sistema utilizado en esta tesis 
los piezoeléctricos tienen forma de tubos con los que se controla el movimiento 
de la muestra en el plano XY en que se encuadra su superficie, y en la 
dirección normal punta-muestra Z. Estos tubos tienen electrodos internos y 
externos, por lo que se expanden o se contraen aplicando potenciales entre 
estos electrodos mediante una unidad electrónica externa. De esta forma se 
controla la posición de la muestra con una precisión por debajo del nanómetro 
para extensiones de varias micras. 
 
 
 
Figura 2.3. Imagen del sistema utilizado en esta tesis. 
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La adquisición de datos se realiza de forma digital mediante una tarjeta 
de procesamiento digital de señales (DSP) conectada a la unidad electrónica 
del microscopio y controlada desde un ordenador. En este caso por medio del 
software WSxM [Horcas07], con el que también se han procesado la mayoría 
de imágenes de este trabajo.  
 
El AFM utilizado en esta tesis, que se muestra en la Fig. 2.3, es un 
sistema comercial de la empresa Nanotec Electrónica S.L.. Las 
especificaciones técnicas están disponibles en http://www.nanotec.es. 
 
La operación en líquidos requiere algunas pequeñas implementaciones 
técnicas. En primer lugar la muestra debe estar sumergida, para lo cual se 
suele introducir en un recipiente denominado celda líquida. La celda utilizada 
en este trabajo está hecha de teflón (ver Fig. 2.4 A). Tiene una cavidad con 
forma cilíndrica de 2.2 cm diámetro y 2 mm de altura. La muestra se sujeta 
dentro de la cavidad mediante una arandela plana de viton. Otra de las piezas 
que debe modificarse es el soporte del fleje. Éste no debe interferir en el 
camino del haz láser, pero debe evitar que su camino óptico se desvíe debido a 
inestabilidades en la interfaz líquido-aire. También debe diseñarse de modo 
que ciertos componentes del soporte sometidos a un potencial eléctrico no 
entren en contacto con el líquido, evitando que se produzcan reacciones 
electroquímicas que interfieran en el experimento. Por último, debe incorporar 
conductos que permitan intercambiar el líquido. El soporte utilizado se muestra 
en la Fig. 2.4 B. 
 
 
 
Figura 2.4. Imágenes de la A) celda líquida y B) soporte de la punta utilizados en esta tesis. 
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2.2. Modelo básico de la fuerza entre punta y muestra 
 
2.2.1. Medida estática de la fuerza 
 
La fuerza sobre una punta de AFM se expresa como la suma de la 
fuerza de recuperación del fleje, fF , y la fuerza que ejerce la muestra, mF , (ver 
Fig. 2.5), 
 
fmt FFF +=       Ec. 2.1 
 
Para deflexiones pequeñas la fuerza que ejerce el fleje es proporcional a 
la deflexión, ya que según la ley de Hooke fff zkF ⋅−= , donde fk es la 
constante del fleje y fz  el desplazamiento respecto a su posición de equilibrio. 
Por otro lado, la fuerza que ejerce la muestra, mF , depende de la distancia 
entre ésta y la punta, D , y de forma general tiene expresiones más 
complicadas. 
 
Experimentalmente se puede variar la distancia entre la muestra y la 
posición de equilibrio del fleje H . Para cada valor de H  la punta se desplaza 
hacia una posición donde la fuerza de recuperación del fleje iguala a la fuerza 
ejercida por la muestra sobre la punta, o lo que es lo mismo, la fuerza total 
sobre la punta se anula, tF =0 (posición de equilibrio). Esta posición 
corresponde a una combinación de las distancias fz  y D  tal que fzDH += , 
donde fz  se considera positiva para deflexiones por encima de la posición de 
equilibrio del fleje, y negativa por debajo. De este modo, midiendo la deflexión 
del fleje, fz , a una separación dada entre su posición de equilibrio y la 
muestra, H , se puede obtener la fuerza ejercida por ésta a una distancia entre 
punta y muestra D . 
 
( ) ffm zkDF ⋅=        Ec. 2.2 
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Figura 2.5. Diagrama del modelo de interacción entre punta y muestra para el AFM. H  
representa la posición vertical de la muestra, D  la distancia entre punta y muestra y fz  la 
deflexión del fleje. 
 
Para conocer con exactitud D  no basta con obtener la deflexión fz . Es 
necesario conocer también la posición de la muestra que corresponde a la 
situación de equilibrio del fleje, de modo que se pueda expresar H  de forma 
absoluta. La determinación de esta posición cero se explica en la sección 
2.3.2.1.  
 
En la mayoría de situaciones, una variación suave de H  inducirá una 
variación suave enD . En estos casos, registrando la deflexión del fleje 
mientras se varía de forma continua H , se puede obtener la fuerza que ejerce 
la muestra sobre la punta para un rango, también continuo, de distancias entre 
ambas D . Sin embargo, existen ciertas situaciones en que la fuerza de fleje no 
puede contrarrestar a la fuerza de la superficie, produciéndose lo que se 
denomina una inestabilidad mecánica.  
 
2.2.2. Inestabilidad mecánica 
 
En equilibrio, un sistema no debe ser sensible a pequeñas variaciones 
en su posición. Supongamos una pequeña variación en la distancia entre punta 
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y muestra, dD , debida a una fluctuación térmica. Esta situación conlleva una 
variación en la fuerza sobre la punta tdF  de la forma: 
 
dD
D
Fdz
z
FdF tf
f
t
t ∂
∂+∂
∂=         Ec. 2.3 
 
Dado que sólo la fuerza del fleje fF  depende sólo de fz , y que la fuerza 
ejercida por la muestra, mF , depende sólo de D , que fft kdzdF −=  y que 
dDdz f = , la Ec. 2.3 se puede rescribir como: 
 
f
m
ft dzdD
dFkdF ⎟⎠
⎞⎜⎝
⎛ +−=       Ec. 2.4 
 
Se observa que para fuerzas repulsivas ( )0<dDdFm , tdF  siempre 
tendrá el sentido opuesto al desplazamiento fdz . No ocurre lo mismo para 
fuerzas atractivas ( )0>dDdFm . En esta situación, si además se cumple que el 
gradiente de la fuerza que ejerce la muestra tiene una magnitud mayor que la 
constante de fuerza del fleje, fm kdDdF > , tdF  varía en el mismos sentido que 
el desplazamiento fdz , de forma que el sistema se vuelve inestable. 
 
2.2.3. Frecuencia y amplitud como medidas dinámicas de la 
fuerza 
 
La deflexión absoluta del fleje no es el único indicador posible de la 
interacción entre punta y muestra. Otro parámetro que también se puede 
utilizar es la frecuencia de resonancia. Siguiendo el desarrollo anterior, la 
fuerza sobre la punta se puede expresar como: 
 
f
f
m
ft zdz
dFkF ⋅⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛ −−=      Ec. 2.5 
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De esta forma, y siempre dentro de una aproximación lineal, se puede 
definir la constante de fuerza efectiva del sistema como fmfeff dzdFkk −= . A 
su vez, esta variación de la constante de fuerza produce un desplazamiento en 
la frecuencia de resonancia del fleje de la forma: 
 
eff
s
f
m m
dz
dFk ⎟⎠
⎞⎜⎝
⎛ −−
=2ω     Ec. 2.6 
 
Bajo las mismas aproximaciones, la amplitud ( )ωA  con la que oscila un 
fleje como respuesta a una excitación externa de frecuencia ω  es: 
 
( )
( ) 202202
0
⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛+−
=
Q
m
F
A
ωωωω
ω     Ec. 2.7 
 
donde fkQFA 00 =  es la amplitud a la frecuencia de resonancia del sistema y 
Q  el factor de calidad. Por lo tanto, una interacción que modifica la frecuencia 
de resonancia también modificará la amplitud con la que responde el fleje como 
respuesta a una oscilación externa. 
 
Tanto la variación en la frecuencia de resonancia del fleje, como la 
variación de la amplitud con la que responde a una excitación, son magnitudes 
que se utilizan como indicadores de la interacción en los modos dinámicos de 
operación. 
 
2.3. Modos de operación 
 
Como se ha explicado, un AFM es capaz de posicionar una punta sobre 
una muestra, y de medir deflexiones del fleje, con una precisión de ángstrom. 
Esto abre un amplio espectro de posibilidades de operar un AFM, tanto para 
visualizar la topografía de una superficie, como para estudiar su interacción con 
 41 
la punta. En esta sección se explican de forma breve aquellos modos que se 
han utilizado en esta tesis. Los grandes ausentes son los modos dinámicos de 
operación [García02], que aunque no se han utilizado en este trabajo, se 
encuentran entre los más empleados en el estudio de muestras biológicas.  
 
2.3.1. Modo contacto 
 
El modo de visualización más básico es el modo contacto, empleado ya 
desde el primer trabajo [Binnig86]. Consiste en barrer una superficie con la 
punta, ajustando en todo momento la posición vertical de la muestra mediante 
un sistema de retroalimentación de modo que la deflexión del fleje se mantenga 
constante (Fig. 2.6). La posición vertical se ajusta aplicando voltajes a los tubos 
piezoeléctricos sobre los que reposa la muestra. La relación entre estos 
voltajes y las distancias recorridas por los piezoeléctricos se puede obtener 
visualizando una muestra estándar con dimensiones conocidas de antemano. 
Finalmente, y asumiendo que la interacción entre punta y muestra es 
homogénea, la topografía de la muestra se construye invirtiendo los 
desplazamientos de la muestra. 
 
 
 
Figura 2.6. A) Durante la visualización en modo contacto se barre la superficie a lo largo de 
líneas paralelas para construir la topografía. B) Esquema de distintas señales durante el 
barrido a lo largo de una línea de una protuberancia en la topografía. La muestra se desplaza 
en la dirección vertical de modo que la deflexión del fleje permanezca constante. 
 
Aunque en principio se podría utilizar cualquier tipo de interacción para 
operar en este modo, se suele fijar una deflexión para la cual la punta haya 
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entablado contacto mecánico con la superficie.  En estas condiciones hay que 
tener en cuenta también las fuerzas laterales. La constante de torsión lateral de 
los flejes comerciales suele estar en el rango 10-100N/m, un valor mucho 
mayor que la constante de fuerza normal de los flejes que se suelen utilizar en 
el estudio de muestras biológicas, con valores en el rango 0.01-0.5N/m. Esto, 
unido a que lo que se controla durante el barrido es la deflexión vertical del 
fleje, y no su torsión, implica que se pueden llegar a ejercer fuerzas laterales 
mucho mayores que la fuerza normal. La existencia de estas fuerzas se 
considera muy destructiva en el estudio de muestras blandas como las 
biológicas. Mucho más utilizados son otros modos que minimizan este tipo de 
fuerzas, como los modos dinámicos, o el modo jumping, explicado más 
adelante en este capítulo.  
 
2.3.1.1. Resolución lateral 
 
La resolución lateral que se puede obtener en AFM es un parámetro muy 
complejo que depende del tamaño y forma de la punta, de la distancia entre 
punta y muestra, y de la interacción entre ambas [Rohrer94]. Sin embargo, en 
el caso concreto de que punta y muestra estén en contacto durante la 
visualización se pueden obtener expresiones más sencillas de manejar. Por 
ejemplo, una molécula de altura H  visualizada con una punta de radio efectivo 
R , presentará una anchura a media altura, S , de [Margeat98]:  
 
24 HHRS +=     Ec. 2.8 
 
La expresión anterior se puede simplificar, si se considera que la punta 
es mucho más grande que la molécula ( )HR>> , por HRS 2≈ . Por lo tanto, la 
anchura que presentarán moléculas más pequeñas que la punta en una 
imagen de topografía será mucho mayor que la real, un efecto conocido como 
dilación (Fig. 2.7). 
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Figura 2.7. Representación del proceso de dilación. La anchura, S, que presentan moléculas 
visualizadas con puntas mucho más grandes (de radio R), es mayor que su anchura real H. 
 
2.3.2. Curvas de Fuerza  
 
El método más utilizado para medir fuerzas con un AFM son las 
denominadas curvas de fuerza. Este método consiste en acercar y/o alejar 
muestra y punta, aplicando un voltaje al piezoeléctrico sobre el que se monta la 
muestra, mientras que simultáneamente se registra la señal sobre el fotodiodo 
FDI  (Fig. 2.8A). Esta señal está relacionada con la deflexión del fleje mediante 
un factor que se puede obtener a partir de las propias curvas tal y como se 
explica más adelante. Por otro lado, esta deflexión se relaciona con la fuerza 
ejercida sobre la punta mediante la ley de Hooke. Para ello es necesario 
conocer la constante de fuerza del fleje, que se debe determinar de forma 
externa. 
 
La forma más común de presentar estas curvas consiste en representar 
la fuerza entre punta y muestra para distintas posiciones verticales de la 
muestra (Fig. 2.8B). De este modo se pueden obtener dos valores de fuerza 
para cada posición vertical de la muestra, uno durante la aproximación a la 
punta y otro durante la separación. Sin embargo, cuando las curvas se quieren 
interpretar en base a leyes físicas es conveniente transformarlas en una 
representación de la fuerza, F, frente a la distancia real entre la punta y la 
muestra D  (Fig. 2.8C). 
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Figura 2.8. A) Diagrama de las señales que se registran durante una curva de fuerza. B) 
Representación de fuerza frente a posición vertical de la muestra. C) Representación de fuerza 
frente a distancia entre punta y muestra. 
 
2.3.2.1. Procesamiento de las curvas de fuerza 
 
El resultado experimental de una curva fuerza distancia es una medida 
de la señal sobre el fotodiodo y de la posición vertical de la muestra durante un 
periodo de tiempo. Pero como se ha comentado, la señal sobre el fotodiodo se 
puede transformar en deflexión del fleje, o en fuerza ejercida sobre la punta. 
Por otro lado, estas magnitudes se pueden representar frente a la posición de 
la muestra, pero también frente a la distancia real entre la punta y la muestra. 
Para poder realizar estas transformaciones se deben conocer, junto con la 
constante de fuerza del fleje, tres parámetros que se deducen a partir de las 
propias curvas de fuerza: el punto en el que se establece contacto entre punta 
y muestra, la sensibilidad a la deflexión del sistema, y la intensidad de la señal 
sobre el fotodiodo cuando punta y muestra están suficientemente lejos de 
forma que no interaccionan (fuerza cero entre ambas). Todo este 
procesamiento se explica a continuación, con la excepción de la determinación 
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de la constante de fuerza del fleje, que se debe realizar de forma externa y que 
se explica más adelante. 
 
Para conocer la intensidad de la señal sobre el fotodiodo que 
corresponde a una situación en la que punta y muestra no interaccionan basta 
con que durante la propia curva de fuerza ambas alcancen separaciones lo 
suficientemente grandes como para que la interacción sea despreciable. En 
esta situación, la señal sobre el fotodiodo alcanza un valor constante 
( )∞→DIFD  que corresponde a una deflexión, o fuerza, de cero. Este valor se 
utiliza como referencia para el resto de puntos de la curva de fuerza, por lo que 
todas las medidas de FDI  se modifican sustrayendo este valor ( ( )∞→DIFD ). 
 
Para convertir las señales sobre el fotodiodo, FDI , en valores de 
deflexión del fleje, fz , se debe conocer la sensibilidad del sistema FDf Iz ΔΔ , de 
modo que FDfFDf IzIz ΔΔ⋅= . Para ello se suele apretar una muestra muy 
dura contra la punta, por ejemplo mica. A partir del momento en que punta y 
muestra entran en contacto se observa un incremento constante de FDI . En 
contacto con una superficie dura, el incremento en la deflexión del fleje,
sf
zΔ , 
es igual a la distancia recorrida por la muestra, HΔ , lo que permite obtener la 
sensibilidad del sistema como el factor que relaciona esta distancia recorrida 
para un incremento dado en la señal del fotodiodo FDIΔ . Una vez transformada 
la señal sobre el fotodiodo en deflexión del fleje, se pueden obtener los 
correspondientes valores de fuerzas multiplicando por la constante de fuerza 
fk .  
 
La representación de fuerza frente a distancia entre punta y muestra 
permite una interpretación directa de la interacción en base a leyes de fuerzas. 
Para ello, el primer paso es determinar de forma precisa el punto en el que 
punta y muestra establecen contacto mecánico. Esto es sencillo para el caso 
de muestras duras y de ausencia de fuerzas entre las superficies de punta y 
muestra, término que a partir de ahora se utilizará para englobar a todas 
aquellas fuerzas que no sean debidas a la repulsión de contacto mecánico. Sin 
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embargo, se complica en el caso de que existan este tipo de fuerzas o de que 
las muestras sean blandas (deformables), como son por ejemplo las muestras 
biológicas. Más adelante se explica como se obtiene el punto en el que se 
establece contacto para diferentes situaciones. El siguiente paso consiste en 
determinar la posición de la muestra en la que se establecería contacto si ésta 
fuese infinitamente dura y en ausencia de fuerzas entre las superficies. Esta 
posición se asocia con aquella donde se cruzan una recta con una pendiente 
con valor inverso al de la sensibilidad del sistema que pasa por el punto de 
contacto (línea de contacto), y una recta con pendiente cero y de valor 
( )∞→DIFD  (línea de no interacción). A esta posición se le asigna un valor de 
cero, y se toma como referencia para el resto de posiciones de la muestra. Una 
vez hecho esto, la distancia entre punta y muestra correspondiente a cada 
valor de fuerza se obtiene sumando la deflexión del fleje y la posición de la 
muestra para cada punto de la curva fzHD += . A continuación se describe 
este proceso de forma más concreta para diferentes situaciones: 
 
• Muestra infinitamente dura y ausencia de fuerzas entre las 
superficies. En este caso las curvas consisten en dos regiones lineales: 
la región de no interacción (fuerza cero) y la región de contacto, en la 
que la fuerza varía de forma lineal con el desplazamiento de la muestra 
(Fig. 2.9). Se asigna un valor cero a la posición de la muestra en que las 
dos regiones lineales se cruzan, y que en este caso coincide con el 
punto de contacto. En esta situación no se debería observar ninguna 
histéresis entre las curvas de aproximación y de separación. Así, tanto el 
punto de contacto como la posición cero de la muestra coincidirán en las 
dos curvas. Cuando aparece una histéresis entre la aproximación y la 
separación, se suelen atribuir a efectos de no linealidad del 
piezoeléctrico, o a deslizamientos entre punta y muestra. También 
pueden aparecer fuerzas hidrodinámicas sobre el fleje. Estas fuerzas se 
tratan en el capítulo siguiente. 
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Figura 2.9. A) Curva de fuerza correspondiente a una muestra dura de mica sumergida en 
PBS150mM/MgCl20.75mM y obtenida con un fleje de nitruro de silicio con una constante de 
fuerza de 0.16N/m. En esta situación no se observan fuerzas entre las superficies ni 
deformación de la muestra. B) Representación de fuerza frente a distancia entre punta y 
muestra correspondiente a la curva A). 
 
• Muestra infinitamente dura y existencia de fuerzas entre las 
superficies. La ausencia de fuerzas entre punta y muestra es una 
situación ideal. En la realidad siempre existen estas fuerzas, que pueden 
tener un alcance desde unos pocos ángstrom hasta cientos de 
nanómetros, y pueden ser de naturaleza atractiva o repulsiva. Sin 
embargo, en el caso de superficies duras la región de contacto es 
fácilmente distinguible como aquella que posee una dependencia lineal 
con el desplazamiento de la muestra, mientras que las fuerzas entre las 
superficies exhiben una dependencia más suave (Fig. 2.10). Es común 
observar una histéresis entre las curvas de aproximación y de 
separación, normalmente originada por fenómenos de adhesión. 
Independientemente del origen de las fuerzas entre punta y muestra, si 
éstas son infinitamente duras, el punto de contacto es aquél donde 
empieza la región lineal del contacto mecánico durante la aproximación, 
y donde acaba durante la separación. A pesar de tener puntos de 
contacto diferentes, la posición cero de la muestra coincide para la curva 
de aproximación y para la de separación, ya que las extrapolaciones 
lineales de la región de contacto se cruzan con la de la región de no 
interacción en la misma posición para ambas curvas. 
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Figura 2.10. A) Curva de fuerza correspondiente a una muestra dura de mica sumergida en 
PBS10mM, y obtenida con un fleje de nitruro de silicio con una constante de fuerza de 
0.01N/m. Durante la aproximación se observa una fuerza repulsiva de largo alcance junto a 
otra fuerza atractiva de más corto alcance, justo antes de que la señal del fotodiodo adquiera 
un comportamiento lineal con el desplazamiento de la muestra. Durante la separación se 
observa una fuerza de adhesión que alcanza su máximo valor antes de que punta y muestra se 
despeguen. Los puntos de contacto son aquellos en los que comienza esta línea de contacto 
durante la aproximación, y donde ésta acaba durante la separación. La posición cero de la 
muestra es la misma para ambos ciclos. B) Representación de fuerza frente a distancia entre 
punta y muestra correspondiente a la curva A). 
 
• Muestra deformable y ausencia de fuerzas entre las superficies. 
Cuando la muestra a estudiar no es mucho más dura que el fleje se 
debe tener en cuento su deformación. Por simplicidad, se trata primero 
el caso en que no existen fuerzas entre las superficies (Fig. 2.11). En 
este caso la región de contacto no es lineal, y la sensibilidad del sistema 
se debe obtener a partir de un experimento independiente en el que se 
realicen curvas de fuerza sobre una superficie dura. El punto de contacto 
se asocia con aquél que separa la región lineal de no interacción del 
resto de la curva, que se asocia al contacto. A la posición de la muestra 
donde esto ocurre se le asigna un valor de cero. Esta característica da 
lugar a distancias entre punta y muestra tanto positivas como negativas. 
Las positivas corresponden a la región de no interacción entre punta y 
muestra, mientras que las negativas ya no se consideran como 
distancias, si no como indentaciones de la muestra. Si la muestra es 
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perfectamente elástica no se observa histéresis entre las curvas de 
aproximación y de separación. Sin embargo, si el límite elástico de la 
muestra se supera, se puede observar una histéresis provocada por una 
deformación no reversible de la muestra. Esto implica que las posiciones 
cero de la muestra, serán diferentes para cada ciclo. 
 
 
 
Figura 2.11. A) Curva de fuerza realizada sobre un virus MVM adsorbido sobre una superficie 
de grafito en PBS150mM y obtenida con un fleje de nitruro de silicio con una constante de 
fuerza nominal de 0.05N/m. Durante la aproximación se observa una fuerza repulsiva, pero con 
una pendiente menor que la línea de contacto obtenida realizando una curva similar sobre el 
grafito que rodea al virus. El punto donde comienza esta fuerza repulsiva se asocia al contacto. 
Alcanzado un cierto valor de fuerza se observa un incremento brusco de la posición de la 
muestra, lo que se asocia a la ruptura del virus. Este tipo de medidas de indentación han 
demostrado ser de gran utilidad para estudiar la estabilidad mecánica de estas estructuras 
[Carrasco06]. B) Representación de fuerza frente a distancia entre punta y muestra 
correspondiente a la curva A). 
 
• Muestra deformable y existencia de fuerzas entre las superficies. 
Esta es sin duda la situación más complicada, y la determinación exacta 
del punto de contacto es difícil en la mayoría de situaciones. Esto es así 
aún en el caso de que la región de contacto se diferencie claramente de 
la región donde actúan otras fuerzas entre las superficies, lo que 
requiere una dependencia con la posición claramente diferente en 
ambas regiones (Fig. 2.12). En efecto, las fuerzas entre punta y muestra 
pueden deformar la muestra antes incluso de que se establezca 
contacto. También se deben tener en cuenta las fuerzas atractivas de 
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adhesión que se pueden originar cuando punta y muestra contactan, y 
que pueden provocar una indentación adicional inmediata en la muestra. 
Es prácticamente imposible determinar la deformación originada por 
estos dos efectos, por lo que en la mayoría de los trabajos se suele 
despreciar. Más difícil aún es estimar el punto de distancia cero a la 
muestra durante las curvas de separación si existe adhesión entre punta 
y muestra. En esta situación una muestra se puede estirar, pero volverá 
a relajarse hasta una posición indeterminada una vez se despegue de la 
punta. 
 
 
 
Figura 2.12. A) Curva de fuerza obtenida durante la aproximación de un fleje de nitruro de 
silicio con una constante de fuerza de 0.03N/m a una superficie de mica totalmente cubierta 
con moléculas de avidina en PBS10mM. Se observa una fuerza atractiva de largo alcance que 
eventualmente origina una inestabilidad mecánica que hace saltar la punta sobre la muestra. 
Es posible que tanto la fuerza atractiva, como el salto al contacto, o una posible fuerza de 
adhesión, provoquen una indentación de la muestra previa a la aparición de la fuerza repulsiva 
del contacto. Sin embargo, no existe un método fiable de determinar esta indentación, por lo 
que no se suele tener en cuenta. B) Representación de fuerza frente a distancia entre punta y 
muestra correspondiente a la curva A). 
 
2.3.2.2. Calibración de flejes  
 
Para poder cuantificar las medidas de fuerzas con AFM es necesario 
conocer la constante de fuerza del fleje, magnitud que relaciona la deflexión del 
fleje con la fuerza ejercida sobre la punta mediante la ley de Hooke. Los 
fabricantes sólo proporcionan valores aproximados, ya que las técnicas 
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utilizadas durante el proceso de fabricación pueden dar lugar a variaciones 
significativas en las dimensiones de los flejes, especialmente en el espesor de 
los mismos. La necesidad de conocer con precisión la constante de fuerza de 
los flejes quedó ya reflejada en los primeros experimentos de espectroscopia 
de fuerzas [Florin94], y diversos métodos han sido desarrollados desde 
entonces con este fin. En esta sección se explican los dos métodos utilizados 
en esta tesis: el método del ruido térmico y el método de Sader. 
 
El método de Sader [Sader99] destaca por su poca invasividad y fácil 
implementación. Consiste en calcular la constante de fuerza del fleje fk  a partir 
de la expresión: 
 
( )Re5.7 202 if QLwk Γ⋅⋅⋅⋅⋅⋅= ωρ     Ec. 2.9 
 
donde w , L , 0ω , y Q  son el ancho, el largo, la frecuencia de resonancia  y  el 
factor de calidad del fleje respectivamente, mientras que ρ  y η  representan la 
densidad y viscosidad  del medio en el que está dicho fleje. Finalmente, iΓ  es 
la componente imaginaria de la función hidrodinámica que depende del número 
de Reynolds, Re : 
 
η
πρω
4
2
Re
2
0w=       Ec. 2.10 
 
Este método es muy fácil de implementar. La función hidrodinámica es el 
parámetro más difícil de obtener. Sader ofrece en su página web un código 
escrito en Matemática (www.wolfram.com) para calcularlo 
(www.ampc.ms.unimelb.edu.au/afm/index.html). Los valores nominales dados 
por el distribuidor para el largo y ancho de los flejes son muy fiables, pudiendo 
obtenerse también a partir de una imagen de un microscopio óptico. Las 
densidades y viscosidades están tabuladas para un inmenso número de 
fluidos. De modo que, para conocer la constante de fuerza, basta con obtener 
la frecuencia de resonancia y el factor de calidad del fleje. Si el fleje se 
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considera un oscilador armónico simple, la amplitud con la que responde a una 
frecuencia ω  tiene forma de función lorentziana: 
 
( ) 20202
4
00
⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛+−
+=
Q
AAA ruido ωωωω
ω     Ec. 2.11 
 
donde ruidoA es una contribución constante por parte del ruido blanco y 0A  es la 
amplitud a frecuencia cero. La respuesta del fleje a distintas frecuencias de 
excitación se puede obtener de diferentes formas. Una de ellas consiste en 
excitar de forma externa el fleje haciendo un barrido de frecuencias mientras 
que se registra de forma simultánea la amplitud con la que éste responde. La 
mayoría de los sistemas comerciales permiten obtener estos espectros. Otro 
método consiste en registrar la deflexión del fleje alejado de la muestra a una 
frecuencia mayor que la de resonancia, y en un proceso posterior calcular la 
densidad espectral de las fluctuaciones. Tanto la frecuencia de resonancia 
como el factor de calidad se pueden obtener ajustando la región de cualquiera 
de estos espectros alrededor del pico de resonancia a una función lorentziana. 
A pesar de las ventajas que ofrece la utilización de este método, tiene la 
desventaja de que sólo se puede aplicar a flejes rectangulares. Existe la 
posibilidad de estimar la constante de fuerza para flejes triangulares siempre 
que en el mismo chip exista al menos un fleje rectangular, como es en el caso 
que se muestra en la Fig. 2.2. Se puede considerar que los flejes 
correspondientes a un mismo chip tienen espesores h  y módulos de Young E  
similares. Estos valores se pueden obtener a partir de la constante de fuerza 
del fleje rectangular fk  calculada utilizando el método de Sader: 
 
w
LkEh f
3
3 4=       Ec. 2.12 
 
Obtenidos estos valores, se puede calcular la constante de fuerza para 
un fleje triangular con un ángulo θ  mediante la expresión [Sader95]: 
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Otro de los métodos de calibración más utilizados es el del ruido térmico 
[Hutter93]. En él, el fleje se aproxima otra vez como un oscilador armónico que, 
en equilibrio con su entorno, fluctúa en respuesta al ruido térmico. El 
Hamiltoniano para un sistema uni-dimensional de este tipo es el siguiente: 
 
22
0
2
2
1
2
zm
m
pH ⋅⋅+= ω      Ec. 2.14 
 
donde z  es desplazamiento respecto a la posición de equilibrio, p  el 
momento, m la masa y 0ω  la frecuencia de resonancia del sistema. Por otro 
lado, mediante el teorema de equipartición podemos establecer la relación: 
 
Tkzm B ⋅=⋅⋅ 2
1
2
1 22
0ω      Ec. 2.15 
 
Como 20ω⋅= mk f , la constante de fuerza del fleje se puede expresar 
finalmente como: 
 
2
f
B
f z
Tkk ⋅=        Ec. 2.16 
 
Así, se puede estimar la constante de fuerza del fleje a partir de la 
deflexión cuadrática media a una separación de la muestra suficiente como 
para no interaccionar con ella. Para ello se debe registrar la señal del fotodiodo 
a una frecuencia mayor que la de resonancia para evitar que se promedien las 
fluctuaciones. Es necesario también obtener la sensibilidad del sistema, lo que 
permite transformar la señal del fotodiodo en deflexión del fleje. Para 
conseguirlo se suele apretar una muestra muy dura contra la punta tal y como 
se ha explicado anteriormente. 
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El valor cuadrático medio de la deflexión se puede obtener directamente 
a partir de su representación frente al tiempo ( )tz f , pero también a partir de la 
densidad espectral de la deflexión ( )ωZ , ya que ambas están relacionadas por 
el teorema de Parseval:  
 
( )∫
∞
=
0
2 ωω dZz f        Ec. 2.17 
 
La representación de la densidad espectral permite obtener la deflexión 
cuadrática media originada exclusivamente por fluctuaciones térmicas. Para 
ello se integra solamente el pico asociado a la frecuencia de resonancia en la 
densidad espectral, o de forma más concreta, una función lorentziana con la 
que previamente se ha ajustado este pico. 
 
Sin embargo, el método del ruido térmico necesita de dos correcciones 
importantes. La primera surge de la necesidad de considerar todos los modos 
de vibración del fleje al no ser éste un oscilador armónico ideal, lo que no es 
posible desde el punto de vista experimental ya que ningún sistema puede 
registrar señales a frecuencias arbitrariamente altas. La segunda corrección 
tiene en cuenta la diferencia entre la deflexión del fleje medida con un sistema 
de detección láser convencional y la deflexión real del fleje. Butt y Jascke 
desarrollaron una expresión que tiene en cuenta estas dos correcciones 
[Butt95]. En ella se corrige la Ec. 2.16 mediante un factor 0.82, donde 2fz  se 
obtiene integrando sólo el pico del primer modo: 
 
2
82.0
f
B
f z
Tkk ⋅=       Ec. 2.18 
 
La expresión anterior sólo es válida para flejes rectangulares. No existen 
expresiones analíticas para flejes triangulares. Sin embargo, se han realizado 
algunos cálculos de elementos finitos con los que se han obtenido correcciones 
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mediante factores similares para flejes rectangulares [Walters96], aunque en 
torno a un 10% más pequeños.  
 
 
 
Figura 2.13. A) Deflexión de un fleje Olympus RC800PSA con una constante de fuerza 
nominal de 0.05N/m muestreada a una frecuencia de 50kHz. B) Densidad espectral calculada 
para la señal de A), donde se observa el pico asociado a la frecuencia de resonancia centrado 
en 22kHz. El ajuste del pico a una función lorentziana proporciona un factor de calidad Q de 
40.5. La constante de fuerza obtenida mediante el método de Sader para este fleje es 
mNk f /062.0= , mientras que el método del ruido térmico proporciona un valor de 
mNk f /067.0= . 
 
A continuación se muestra un ejemplo de calibración de un fleje 
rectangular Olympus (http://probe.olympus-global.com) RC800PSA con una 
longitud mL μ200= , una anchura de mw μ20= , y una constante de fuerza 
nominal mNk f /05.0= . En la Fig. 2.13A se muestra la deflexión del fleje 
alejado de la muestra, registrada con un osciloscopio Tektronix TDS1001 a una 
frecuencia de muestreo de 50KHz. En la Fig. 2.13B se muestra la densidad 
espectral de la deflexión alrededor de la frecuencia de resonancia, junto con el 
ajuste de la misma a una función lorentziana. La representación de la densidad 
es uno de los pasos que más dificultades suele plantear, debido a la diversidad 
de algoritmos existentes, y a que los resultados que estos proporcionan suelen 
diferir en algún factor. En este caso se ha utilizado el método de Welch tal y 
como está implementado en Matlab (http://www.mathworks.com). El ajuste se 
ha realizado utilizando el método de mínimos cuadrados, proporcionando un 
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valor para la frecuencia de resonancia de kHz220 =ω , y un factor de calidad de 
5.40=Q . La constante de fuerza obtenida mediante el método de Sader para 
este fleje es mNk f /062.0= , mientras que el método del ruido térmico 
proporciona un valor de mNk f /067.0= . Se observa que ambos métodos 
estiman valores parecidos, y con una diferencia respecto al valor nominal de 
entorno al 20%, lo que confirma la necesidad de calibrar los flejes si se quieren 
cuantificar las medidas de fuerzas. 
 
2.3.3. Modos de operación basados en la realización de curvas 
de fuerza 
 
 
 
Figura 2.14. Esquema de funcionamiento de los modos de operación, que como el modo FSI o 
el modo jumping, realizan una curva de fuerza para cada punto de una imagen. 
 
Desde sus principios, el AFM se ha utilizado para obtener imágenes 
simultáneas de muestras, representando tanto la topografía como la 
distribución sobre la superficie de una magnitud que caracteriza de forma local 
la interacción entre la punta y la muestra. Este parámetro, ya sea una fuerza o 
un cambio en la frecuencia de resonancia del fleje, se asocia a alguna 
propiedad de la muestra. Con este propósito se han utilizado por ejemplo 
fuerzas laterales [Baselt92] o desfases entre la excitación de un fleje y la 
oscilación con la que éste responde [Tamayo96]. Con esta idea se 
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desarrollaron también modos de operación que combinan la capacidad del 
AFM para visualizar muestras y para realizar curvas de fuerza, realizando por 
ejemplo una curva de fuerza para cada punto de una superficie que se visualiza 
de forma simultánea (Fig. 2.14). Existen diferentes modos que operan de esta 
forma, y que principalmente se diferencian en la forma de procesar y almacenar 
la gran cantidad de datos que se generan. En esta sección se presentan dos de 
estos modos que se han utilizado durante esta tesis: el modo FSI y el modo 
jumping.  
 
2.3.3.1. Modo FSI 
 
Una de las implementaciones posibles de los modos basados en la 
realización de curvas de fuerza se caracteriza por transmitir al ordenador de 
control, para cada punto de la superficie, la curva de fuerza completa realizada 
sobre dicho punto, junto con el valor de la altura, magnitud a partir de la cual se 
construye la topografía. Estos modos se han conocido por diversos nombres, 
debido a que diversos grupos los desarrollaron de forma independiente como 
se comenta en el primer capítulo. A pesar de que quizás sea Force Volume el 
término más conocido, a partir de ahora se utilizará el término empleado en el 
primero de estos trabajos [Baselt94]: modo FSI (Force Spectroscopy Imaging). 
Este modo de operación permite obtener, junto con la topografía, mapas de 
fuerza entre la punta y la muestra. La señal en los mapas de fuerza, que se 
construyen durante un proceso posterior a la adquisición, es una magnitud que 
caracteriza la curva de fuerza correspondiente a cada punto de la superficie. 
 
En este trabajo se ha utilizado una versión del modo FSI desarrollada 
por la empresa Nanotec Electrónica S.L., caracterizada por estar implementada 
totalmente por software. En la Fig. 2.15 se muestra un esquema de la deflexión 
del fleje, y de los desplazamientos vertical y lateral de la muestra durante dos 
ciclos consecutivos del modo FSI. En cada ciclo la muestra se acerca a la 
punta una distancia de salto mientras se registra la señal del fotodiodo (curva 
de aproximación). Realizado el salto, se cierra el circuito de retroalimentación 
durante unos pocos milisegundos. En este intervalo se ajusta la posición 
vertical de la muestra hasta que la señal sobre el fotodiodo adquiere un valor 
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predeterminado por el usuario respecto a su valor al principio del salto, donde 
se asume que punta y muestra no interaccionan. Esta posición de la muestra 
se registra como la altura del punto correspondiente de la superficie, señal con 
la que se construye la imagen de topografía. Una vez registrada la altura, se 
abre el circuito de retroalimentación y la muestra se aleja de la punta una 
distancia igual a la recorrida durante la aproximación registrando también la 
señal sobre el fotodiodo (curva de separación). Es entonces, en el punto de 
mayor separación entre punta y muestra, cuando se realiza el movimiento 
lateral de la muestra, de modo que se minimizan los efectos de las fuerzas 
laterales que pueden llegar a ser muy destructivas, especialmente si se llega a 
arrastrar la muestra.  
 
Las señales obtenidas mediante el modo FSI para cada punto de la 
superficie, las curvas de fuerza y la altura, se transmiten a una tarjeta de 
procesamiento digital de señales (DSP), que las digitaliza y las transmite a su 
vez al ordenador de control donde se almacenan.  
 
 
 
Figura 2.15. Diagrama donde se muestra la evolución de la señal sobre el fotodiodo, y los 
desplazamientos vertical y lateral de la muestra, durante dos ciclos consecutivos del modo FSI. 
Estas señales tienen un comportamiento similar en el modo jumping. Sin embargo, mientras 
que en el modo FSI se transmite toda la curva de fuerza al ordenador de control, en el modo 
jumping una tarjeta de procesamiento digital de señales analiza las curvas, y sólo transmite al 
ordenador de control algunos parámetros de interés. 
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Como se ha comentado, para obtener mapas de fuerza entre punta y 
muestra se debe analizar la curva de fuerza para cada punto de la superficie 
con el fin de obtener una magnitud para cada una de ellas que las caracterice, 
y que se empleará como la señal para construir dicho mapa. Esta magnitud 
puede ser algo sencillo, como la máxima fuerza de adhesión entre punta y 
muestra, o algo más complicado, como un parámetro obtenido de un ajuste de 
la curva a una ley de fuerza. Independientemente de la dificultad para obtener 
este parámetro, es conveniente automatizar el análisis de los archivos FSI, ya 
que estos pueden contener fácilmente del orden de 104-105 curvas de fuerza. 
Con este propósito se ha desarrollado un código escrito para Matlab que se 
ejecuta a través de una interfaz gráfica (Fig. 2.16). Este software es capaz de 
realizar operaciones básicas sobre las imágenes de topografía, como substraer 
planos, realizar perfiles, o detectar valles o colinas. Por otro lado, permite una 
visualización simultánea de las curvas de fuerza correspondientes a los puntos 
seleccionados. Se han implementado también algoritmos capaces de realizar 
de forma automática todos los procesamientos que se han aplicado a las 
curvas de fuerza de los archivos FSI durante esta tesis, y que permiten 
construir los mapas de fuerza entre punta y muestra. 
 
 
 
Figura 2.16. Interfaz gráfica desarrollada para el análisis de archivos FSI. 
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2.3.3.2. Modo Jumping 
 
Existen otros modos, como el modo de fuerza pulsada [RosaZeiser97], o 
el modo jumping [DePablo98], en los que se analiza la curva correspondiente a 
cada punto de la superficie en tiempo real, por ejemplo con una tarjeta de 
procesamiento digital de señales (DSP), para obtener la magnitud que 
caracterice a cada curva y que servirá para construir el mapa de interacción 
punta-muestra. Este parámetro se transmite junto con el valor de la altura para 
cada una de las curvas para obtener la magnitud de interés antes de 
transmitirlas al ordenador de control, de modo que los mapas de interacción se 
obtienen en tiempo real junto con las imágenes de topografía.  
 
El modo jumping, JM, funciona de forma similar al modo FSI, siendo 
válidos los ciclos de operación explicados para la Fig. 2.15. Se diferencia en 
que las señales pasan a través de una DSP programada para analizar cada 
curva y obtener el parámetro que la caracterice, que junto con la altura, son los 
datos que se transmiten al ordenador de control para cada punto de la imagen. 
Por un lado, este método tiene la ventaja de que permite visualizar los mapas 
construidos a partir de las curvas en tiempo real junto con la topografía, 
eliminando también el procesamiento que requieren los archivos FSI. Por otro 
lado, los algoritmos implementados en la DSP deben tener un alto grado de 
fiabilidad, y no deben consumir demasiado tiempo para no incrementar 
excesivamente el tiempo de adquisición. Si estas condiciones no se cumplen, 
puede ser conveniente registrar toda la curva operando en el modo FSI, y 
realizar de forma posterior el procesamiento de los archivos. 
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3. Interacciones en medio líquido 
 
3.1. Introducción 
 
La mayoría de los sistemas biológicos sólo conservan su estructura y 
función en su medio fisiológico, que normalmente consiste en una disolución 
acuosa con una determinada concentración de iones. El AFM permite operar 
en estas condiciones, en las que además, la fuerza ejercida sobre la muestra 
se reduce considerablemente con respecto a la que se ejerce en aire ambiente. 
En efecto, la mayoría de superficies en aire ambiente están recubiertas por una 
pequeña capa de agua debida a la interacción atractiva entre la superficie y las 
moléculas de agua del aire. Cuando punta y muestra se encuentran muy 
próximas se forma un menisco de agua entre ambas. Este menisco genera una 
fuerza de adhesión, del orden de decenas de nanonewtons, que se suma a la 
ejercida por el fleje (Fig. 3.1A). Este tipo de fuerza de adhesión es muy 
destructiva para el estudio de materiales biológicos [MorenoHerrero04a], pero 
afortunadamente desaparece si se opera en medio líquido (Fig. 3.1B). 
 
Al desaparecer la fuerza de adhesión debida al menisco de agua, el 
AFM es sensible a otros tipos de fuerzas más pequeñas. Entre las fuerzas más 
importantes en medio líquido destacan las de van der Waals (vdW), las 
electrostáticas de doble capa (EDC), las de solvatación e hidratación, las 
estéricas, o incluso fuerzas de adhesión debidas a la formación de enlaces 
químicos entre punta y muestra. Conocer la intensidad de estas interacciones 
no es sólo necesario para la interpretación de las medidas de fuerzas, sino 
también para una correcta interpretación de las imágenes de topografía. En 
efecto, una imagen de AFM representará la topografía de la superficie sólo en 
el caso de que ésta no se deforme durante la visualización, y de que la 
interacción con la punta sea constante, lo que no se cumple para la inmensa 
mayoría de las muestras.  
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Figura 3.1. Curvas de fuerza realizadas sobre una superficie de mica en A) aire ambiente, y B) 
en tampón PBS 150mM pH7.4. En las dos figuras se muestran las curvas correspondientes a la 
aproximación (línea azul) y a la separación (línea roja). Durante la aproximación en aire 
ambiente se observa un salto al contacto a unos pocos nanómetros de la superficie atribuido a 
la formación de un menisco de agua entre punta y muestra. Durante la separación se observa 
una histéresis con respecto a la aproximación debida a la adhesión generada por el menisco de 
agua. Tanto el salto al contacto, como la adhesión, desaparecen cuando la curva se realiza en 
medio líquido, dado que el menisco de agua también desaparece. 
 
En este capítulo se introducen algunos conceptos útiles para modelar las 
fuerzas entre superficies. Posteriormente se resumen algunas de las 
interacciones que se dan en AFM en líquidos, haciendo especial hincapié en 
aquellas que se han estudiado en esta tesis: las fuerzas DLVO entre punta y 
muestra, que incluyen a la fuerza EDC y a la fuerza vdW. De forma más 
específica se desarrollan algunas expresiones para estas fuerzas que 
posteriormente se comparan con curvas de fuerza experimentales. Finalmente 
también se exponen de forma breve otras fuerzas no DLVO que actúan sobre 
la punta, así como la fuerza hidrodinámica que actúa sobre el fleje. 
 
3.2. Conceptos generales de fuerzas entre superficies 
 
Las fuerzas entre cuerpos macroscópicos tienen los mismos orígenes 
que las fuerzas entre átomos y/o moléculas. Sin embargo, ambas pueden tener 
comportamientos muy diferentes. Existen dos características fundamentales 
que las diferencian: 
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• La energía de interacción entre dos cuerpos macroscópicos es 
proporcional a su tamaño, dependiendo también de la geometría de 
los mismos. 
• Esta energía se extiende hasta distancias mayores que cuando se 
trata de moléculas. 
 
Para obtener las expresiones más comunes para energías o fuerzas de 
interacción entre punta y muestra en AFM, se aproxima la punta a una esfera y 
la muestra a un plano. Para desarrollarlas es útil plantear primero la interacción 
entre una molécula y un sólido semi-infinito de superficie plana. Supongamos 
que una molécula A y una molécula B, separadas por una distancia r , 
interaccionan mediante un potencial ( )rwAB . Supongamos ahora un cuerpo 
macroscópico formado por moléculas B. La energía con la que interacciona la 
molécula A con este cuerpo será la suma de todas las interacciones con cada 
una de las moléculas que lo componen. Si éste es un sólido con una superficie 
plana, se puede considerar formado por anillos tridimensionales de radio x  y 
área de sección dzdx ⋅  (Fig. 3.2A). El volumen del anillo será xdxdzπ2 , y el 
número de moléculas dentro del anillo será dxdzx Bρπ2 , donde Bρ  es la 
densidad de moléculas del sólido. La energía con la que interaccionarán la 
molécula y el sólido, cuando estén separados por una distancia D  será: 
 
( ) ( ) ( )∫ ∫∫ ∞=
=
∞=
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Consideramos ahora la energía de interacción entre una esfera y un 
sólido con superficie plana separados una distancia D  (Fig. 3.2B). Se puede 
establecer la relación geométrica ( )zdzzRdzx −= 22 ππ  para el volumen de una 
sección circular de la esfera de área 2xπ  y espesor dz , de modo que el número 
de moléculas dentro de la sección circular será ( )zdzzRA −2πρ . Cada una de 
las moléculas dentro de esta sección está a una distancia zD + , así que la 
energía de interacción total entre el plano y la esfera será: 
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( ) ( ) ( ) ( ) dzzzRDwdvDwDW Rz
z
ASA
v
AAASPE B
A
BBA
⋅⋅−⋅=⋅⋅= ∫∫ =
=
2
2
0
πρρ   Ec. 3.2 
 
 
 
 
Figura 3.2.  Métodos de integración para obtener la energía de interacción entre A) una 
molécula y una superficie plana, y B) entre una esfera y una superficie plana. 
 
La fuerza correspondiente se puede calcular como 
( ) ( ) DDWDF
BABA PEPE
∂∂−= , aunque se llegaría a la misma expresión repitiendo 
el proceso anterior, pero a partir de la fuerza entre dos moléculas ( )rf AB . Sin 
embargo, en muchos casos es más sencillo obtener expresiones para la 
energía de interacción por unidad de área entre dos sólidos semi-infinitos con 
superficies planas, 
BAPP
W .  
 
Consideremos primero una lámina plana de área unidad y de espesor 
dz , A, a una distancia z  de un sólido semi-infinito con una superficie plana, B. 
La energía de interacción entre la lámina y la superficie será ( )dzzw
BAPA
ρ , de 
modo que para dos superficies planas: 
 
( ) ( ) dzzwDW
D
APAPP BBA
⋅= ∫∞ρ        Ec. 3.3 
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El interés por obtener ( )DW
BAPP
 reside en que, dentro de la aproximación 
de Derjaguin [Israelachvili91], esta magnitud está linealmente relacionada con 
la fuerza de interacción entre dos sólidos con superficies curvas a través de un 
parámetro que depende de la forma de las superficies.  
 
Supongamos el caso de dos sólidos con superficies esféricas, de radios 
AR  y BR  respectivamente. Empleando la aproximación de Derjaguin, la fuerza 
entre las dos esferas, 
BAEE
F , se puede obtener a partir de la energía de 
interacción por unidad de área entre dos sólidos con superficies planas, 
( )DW
BAPP
, ya que ambas se relacionan a través de un factor ( )BABA RRRR +  
[Israelachvili91] de la forma : 
 
( ) ( )DW
RR
RRDF
BABA PP
BA
BA
EE ⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛
+=   Ec. 3.4  
 
 Esta expresión se reduce, para el caso de dos esferas iguales de radio 
R , a ( ) ( )DRWDF
BABA PPEE
π= , mientras que para una esfera y un plano el valor es 
justo el doble, ( ) ( )DWRDF
BABA PPAPE
π2= . 
 
3.3. Fuerzas DLVO entre punta y muestra 
 
La interacción entre punta y muestra en disoluciones de iones se explica 
normalmente en base a la teoría DLVO [Derjaguin41; Verwey48]. Esta teoría 
establece que la interacción entre dos superficies se puede expresar como una 
combinación de las interacciones vdW y EDC, de modo que la fuerza total se 
puede expresar como: 
 
( ) ( ) )(DFDFDF EDCvdWt +=   Ec. 3.5 
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3.3.1. Fuerza de van der Waals 
 
A diferencia de otros tipos de interacciones, que pueden o no existir 
dependiendo de las propiedades de las moléculas, la interacción vdW actúa 
siempre entre cualquier tipo de moléculas. Esta interacción tiene diferentes 
contribuciones. A veces también se engloban dentro de ella las interacciones 
repulsivas de muy corto alcance originadas por la repulsión entre orbitales 
electrónicos. A más largo alcance su carácter puede ser tanto atractivo como 
repulsivo, siendo la contribución más importante la originada por la inducción 
de dipolos temporales entre las moléculas y/o superficies. La energía de 
interacción de esta última componente, que será la de más relevancia en 
experimentos de AFM, se puede aproximar por [Israelachvili91]: 
 
( ) 6r
CrwvdW −=   Ec. 3.6 
 
donde C es la intensidad de la interacción. Si las interacciones entre diferentes 
moléculas se consideran aditivas, se puede obtener la energía de interacción 
vdW entre una molécula A y una superficie utilizando la Ec. 3.1: 
 
( ) 36D
CDw BvdW
ρπ−=   Ec. 3.7 
 
La energía de interacción vdW entre una esfera y una superficie plana 
separadas una distancia D  se obtiene a partir de la Ec. 3.2: 
 
( ) ( )( )∫
=
= +
⋅⋅−=
Rz
z
BA
vdW zD
dzzzRCDW
2
0
3
2 2
6
ρρπ   Ec. 3.8 
 
En el caso de que la esfera sea mucho mayor que su distancia a la 
superficie plana ( )DR >>  sólo los valores pequeños de z  contribuyen a la 
integral, de modo que la energía de interacción entre ambos se puede 
aproximar como: 
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( ) ( ) D
RC
zD
dzzRCDW BA
Rz
z
BA
vdW 6
2
6
22
0
3
2 ρρπρρπ −=+
⋅⋅= ∫=
=
 Ec. 3.9 
 
La fuerza entre una esfera y un plano se puede obtener derivando la 
expresión anterior: 
 
( ) ( ) 26D
AR
D
DWDF vdWvdW
−=∂
∂−=   
BACA ρρπ 2=      Ec. 3.10 
 
donde A  es la constante de Hamaker que suele adquirir valores positivos, por 
lo que la fuerza de vdW es atractiva en la mayoría de situaciones. 
 
El resultado anterior se puede obtener también utilizando la 
aproximación de Derjaguin. Para ello se calcula la energía de interacción por 
unidad de área entre dos superficies planas (Ec. 3.3): 
 
( ) 212D
CDW BAvdW
ρρπ−=  Ec. 3.11 
 
La aproximación de Derjaguin (Ec. 3.4) permite utilizar este valor para 
calcular la fuerza de interacción entre dos esferas de radios 1R  y 2R  : 
 
( ) 2
21
21
6D
A
RR
RRDFvdW ⋅⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛
+−=   Ec. 3.12 
 
Para dos esferas iguales de radio R : 
 
( ) 212D
ARDFvdW −=  Ec. 3.13 
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Este valor es la mitad del que se obtiene aplicando la aproximación de 
Derjaguin para una esfera de radio R  y una superficie plana, valor que también 
coincide con el de la ecuación 3.10.  
 
En estas expresiones se pueden observar las características de las 
interacciones entre superficies introducidas en la sección anterior: la 
proporcionalidad con el tamaño de los objetos, y un mayor alcance que las 
interacciones del mismo origen entre moléculas. 
 
3.3.2. Fuerza electrostática de doble capa 
 
Como se ha comentado, la fuerza vdW entre superficies es atractiva en 
la mayoría de situaciones, sobre todo cuando estas interaccionan a través de 
un medio de alta constante dieléctrica, como son las disoluciones acuosas de 
iones. Las partículas disueltas en estos medios coagularían y acabarían por 
precipitar si sólo interaccionasen mediante una fuerza vdW atractiva. Esto no 
ocurre debido a la presencia de otras interacciones, entre las que destaca la 
otra componente de la fuerza DLVO: la fuerza electrostática de doble capa 
(EDC).  
 
La mayoría de los objetos introducidos en disoluciones iónicas adquieren 
una carga superficial debido a la ionización de grupos en su superficie y/o a la 
adsorción de iones del medio. Este proceso induce una reorganización de los 
iones en una región alrededor de la superficie de modo que su carga se 
contrarresta. Esta región se denomina doble capa electrostática (EDC, 
Electrostatic Double Layer). Cuando se aproximan dos superficies cargadas en 
una disolución de iones se origina una fuerza EDC debido al solapamiento de 
sus dobles capas. Esta interacción es muy compleja de modelar. Sin embargo, 
es interesante obtener expresiones sencillas con las que interpretar resultados. 
Así, es posible obtener diferentes expresiones para la fuerza EDC aplicando 
distintos conjuntos de aproximaciones, por ejemplo considerando que las 
superficies tienen densidades de carga constante, potenciales de superficie 
constante, o casos intermedios. Las aproximaciones más adecuadas 
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dependerán de las condiciones concretas de cada experimento. No es objetivo 
de este trabajo hacer un recorrido exhaustivo por las diferentes opciones 
posibles dado su gran número. Aquí se resume el desarrollo que lleva a las 
ecuaciones utilizadas en esta tesis para modelar la fuerza EDC, con la 
intención también de dar una idea del tipo de cálculo que conllevan estos 
desarrollos.  
 
Para conocer la fuerza o la energía de interacción EDC entre dos 
superficies es necesario obtener primero la distribución espacial del potencial 
electrostático. Para ello existen fundamentalmente dos estrategias que difieren 
en la forma de modelar el solvente: explícitamente o implícitamente. Esta última 
forma trata el solvente como un continuo donde el potencial químico es 
uniforme, lo que se conoce como el modelo de Poisson-Boltzmann (PB). Este 
modelo parte de la ecuación de Poisson, que proporciona el potencial 
electrostático ( )rrΨ  generado por una distribución de carga ( )rrρ  en un medio 
con constante dieléctrica ε : 
 
( ) ( )ε
ρ rr
rr −=Ψ∇ 2        Ec. 3.14 
 
La densidad de carga ( )rrρ  en una disolución de i  tipos de iones 
diferentes, cada uno con valencia iz , y a una concentración ( )rci r , se puede 
expresar como: 
 
( ) ( )∑=
i
ii reczr
rrρ        Ec. 3.15 
 
Si se considera la solución de electrolitos como un medio continuo en 
equilibrio químico, se puede caracterizar la concentración de iones en términos 
de una estadística de Boltzmann: 
 
( ) ( )⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛ Ψ−=
Tk
rezcrc
B
i
ii
rr exp0       Ec. 3.16 
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Insertando estas expresiones en la ecuación de Poisson (Ec. 3.14), se 
obtiene la ecuación de Poisson-Boltzmann (PB) para el potencial electrostático 
( )rrΨ : 
 
( ) ( )∑ ⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛ Ψ−−=Ψ∇
i B
i
ii Tk
rez
eczr
rr exp1 02 ε  Ec. 3.17 
 
Esta ecuación se puede reescribir utilizando el potencial normalizado 
( ) ( ) Tkrery Brr Ψ= : 
 
( ) ( )[ ]∑ −−=∇
i
iii
B
ryzcz
Tk
ery rr exp0
2
2
ε  Ec. 3.18 
 
Este modelo no considera ni el tamaño finito de los iones, ni las 
interacciones entre los mismos. Sin embargo, esta teoría es muy utilizada en la 
actualidad, sobre todo después de lo bien que explica resultados obtenidos con 
el aparato de fuerza de superficies [Israelachvili78].  
 
La ecuación PB es una ecuación diferencial de segundo orden no-lineal. 
No se conocen soluciones analíticas para casos de más de una dimensión y se 
debe acudir a métodos numéricos para obtener soluciones exactas. Uno de los 
métodos más comunes para evitar esta dificultad matemática es su 
linealización, lo que se realiza desarrollando el término exponencial y 
despreciando los términos de mayor orden. Esta simplificación es válida 
siempre que los potenciales de las superficies sean pequeños, Tkez Bi <Ψ . La 
ecuación PB lineal es: 
 
( ) ( )22
D
ryry λ
rr =∇  Ec. 3.19 
 
donde Dλ , que define el espesor de la doble capa, se conoce como la longitud 
de Debye: 
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∑=
i
ii
B
D zce
Tk
2
0
2
ελ   Ec. 3.20 
 
Se pueden obtener soluciones analíticas de la ecuación PB lineal para 
geometrías sencillas. Por ejemplo, la solución de la Ec. 3.19 para un objeto con 
una superficie plana y de potencial pequeño ( )1<Sy , a lo largo de la dirección 
normal a la superficie z , es: 
 
( ) DzS eyzy λ−⋅=   Ec. 3.21 
 
En esta situación, el potencial en la superficie se relaciona con la 
densidad de carga superficial mediante la ecuación de Grahamme lineal 
[Israelachvili91], donde esta última se asume constante: 
 
D
S
S
y
λ
εσ ⋅=   Ec. 3.22 
 
Sustituyendo el potencial en la Ec. 3.16 por la expresión de la Ec. 3.21 
se puede calcular la distribución de iones. En la Fig. 3.3A se muestra cómo 
varía la concentración de contraiones (iones con carga de signo contrario a la 
superficie) y coiones (carga con el mismo signo que la superficie) cerca de una 
superficie respecto a su valor lejos de la misma 0c . En la figura se representa 
este comportamiento para una superficie con densidad de carga 20 4.0
−= Cmσ  y 
dos disoluciones de iones monovalentes 1:1 con concentraciones 1mM y 
10mM. Se observa una de las características más notables de la ecuación PB 
lineal: el incremento de la concentración de contraiones y la reducción de la 
concentración de coiones cerca de la superficie respecto al valor en el 
volumen. De forma más concreta, la región donde ocurre esto se denomina 
capa difusa de iones. Más cerca de la superficie la ecuación PB ya no es 
válida. Esto es debido a que la carga de la superficie no está distribuida en un 
plano, si no que hay que considerar también el volumen de los grupos 
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cargados en la superficie, así como el que ocupan iones fuertemente atraídos, 
o incluso adsorbidos sobre la misma. Esta región, que es donde se produce la 
mayor caída del potencial electrostático, se denomina capa de Helmholtz y 
junto con la capa difusa forma lo que se denomina doble capa electrostática 
(Fig. 3.3B). 
 
 
 
Figura 3.3. A) Variación de la concentración de contraiones y coiones a lo largo de la dirección 
normal a una superficie plana z  respecto a su valor lejos de la misma 0c . En la figura se 
representa este comportamiento para una superficie con densidad de carga 20 4.0
−= Cmσ  y 
dos disoluciones de iones monovalentes 1:1 con concentraciones 1mM y 10mM. B) Esquema 
de la doble capa electrostática para una superficie plana. 
 
Cuando dos superficies cargadas se aproximan en una disolución de 
iones se origina una fuerza entre ambas debido al solapamiento de sus dobles 
capas. Con el fin de obtener una expresión para esta fuerza con la que 
podamos interpretar las medidas de AFM se suele calcular primero la presión 
entre dos superficies planas. Parseguian y Gingell [Parseguian72] desarrollaron 
la siguiente expresión para el potencial y la presión entre dos superficies planas 
paralelas, con densidades de carga constantes 1σ  y 2σ  separadas una 
distancia l : 
 
⎥⎦
⎤⎢⎣
⎡ ⋅⎟⎠
⎞⎜⎝
⎛ ++⋅⎟⎠
⎞⎜⎝
⎛ +⋅
⎟⎠
⎞⎜⎝
⎛ −
= −−− DDDD
DD
xlxl
ll
B
D eeee
eeTk
exy λλλλ
λλ
σσσσ
ε
λ
1212)(        
       Ec. 3.23 
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A partir del potencial se puede obtener una expresión para la fuerza por 
unidad de área entre estas dos superficies ( )lP . De forma resumida este 
proceso se basa en obtener ( )lP  a partir del potencial químico de la disolución 
( ) )(ln1 xcTkxez iB+= ψμ , que en equilibrio es constante. Ambas magnitudes se 
combinan mediante la relación de Maxwell: ( ) ( ) TxTTx DcDP ,, ∂∂=∂∂ μ . De este 
modo se llega a la expresión: 
 
( )
( )
2
21
2
2
2
12
⎟⎠
⎞⎜⎝
⎛ −
⎟⎠
⎞⎜⎝
⎛ +++
⋅=
−
−
DD
DD
ll
ll
ee
ee
lP
λλ
λλσσσσ
ε   Ec. 3.24 
 
Para separaciones tales que Dl λ>> , la expresión anterior se reduce a: 
 
( ) ( ) ⎥⎦⎤⎢⎣⎡ ++≈
−−
DD
ll
eelP λλ σσσσε 21
2
2
2
2
1
2  Ec. 3.25 
 
Se considera que es razonable aplicar la condición de densidad 
superficial de carga constante, con la que se ha desarrollado la ecuación 
anterior, cuando una punta y una muestra, ambas no conductoras, 
interaccionan en una disolución acuosa de iones. Para obtener la fuerza entre 
punta y muestra se integra la expresión anterior para la presión sobre el área 
de la punta. De este modo Butt [Butt91a] obtuvo expresiones para puntas con 
diferentes geometrías. La fuerza EDC para una punta esférica de radio R  y 
una muestra plana, separadas una distancia D , es: 
 
( ) ( ) ⎥⎦⎤⎢⎣⎡ ⎟⎠⎞⎜⎝⎛ −++⎟⎠⎞⎜⎝⎛ −++≈
−−−−
DDDD
D
D
RD
D
R
EDC eReeReDF
λλλλ λσσλσσε
πλ 1412 21
22
2
2
2
1
2
  
               Ec. 3.26 
 
Para tamaños de la punta mucho mayores que la separación, DR >> , la 
fuerza se puede reescribir como: 
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( ) ( ) ⎥⎦⎤⎢⎣⎡ ++≈ −− DD
DD
EDC ee
RDF λλ σσσσε
πλ
21
2
2
2
2
1 2
2   Ec. 3.27 
 
Esta expresión define, junto a la de la Ec. 3.10 para la fuerza vdW, la 
fuerza DLVO total entre una esfera y una superficie plana: 
 
( ) ( ) ⎥⎦⎤⎢⎣⎡ +++−=
−−
DD
DD
DLVO ee
R
D
ARDF λλ σσσσε
πλ
21
2
2
2
2
12 2
2
6
  Ec. 3.28 
 
Si se considera DD λ>>  la fuerza se simplifica aún más: 
 
( ) DDEDC eRDF λε
σσπλ −≈ 214   Ec. 3.29 
 
Esta aproximación ofrece una expresión mucho más sencilla para la 
fuerza EDC. Se puede obtener la misma expresión mediante un desarrollo 
diferente que consiste en suponer que el potencial EDC entre dos superficies 
planas se puede aproximar como una superposición lineal de los potenciales 
individuales de cada superficie [Israelachvili91].  
 
3.3.3. Estudio de fuerzas DLVO mediante AFM 
 
Cuando se realiza un experimento de AFM en una disolución acuosa de 
iones también se origina una fuerza DLVO entre punta y muestra (Fig. 3.4A). 
No sólo eso, sino que estas fuerzas son lo suficientemente grandes como para 
poder ser medidas por un fleje.  
 
Entre punta y muestra siempre existirá una fuerza de van der Waals que 
se puede aproximar por la Ec. 3.10. La constante de Hamaker, A , para un 
experimento típico de AFM en una disolución acuosa entre una punta de silicio 
o de nitruro de silicio y una superficie aislante como la mica está en el rango 
J2120 1010 −− −  [Israelachvili91]. Si se considera una punta con un radio 
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nmnmR 3010 −≈ , se puede estimar que la fuerza vdW entre punta y muestra se 
reducirá hasta valores por debajo de la resolución típica en AFM (unos 10pN) 
cuando la separación entre ambas alcance valores del orden de nmnm 21 − .  
 
Para poder estudiar fuerzas EDC con un AFM, el alcance de las mismas 
debe ser mayor que el de las fuerzas vdW, de modo que exista un rango de 
separaciones en el que ambas fuerzas no se solapen. El alcance de la fuerza 
EDC es del orden de Dλ  (Ec. 3.29), por lo que a partir de la Ec. 3.20 se puede 
estimar el rango de concentración de iones apropiado para el estudio de 
fuerzas EDC. De esta forma, se obtiene que, para una concentración 100mM 
de sal monovalente Dλ , estará por debajo del nanómetro (0.96nm). Este valor 
se puede considerar como un límite superior para la concentración de iones 
presentes en una disolución con la que se pueden estudiar fuerzas EDC en 
AFM. Este valor máximo será aún menor si la disolución contiene iones de 
mayor valencia. 
 
En la Fig. 3.4 se muestran ejemplos de curvas de fuerza en una 
disolución acuosa con baja concentración de iones. La Fig. 3.4A muestra 
curvas de fuerza obtenidas en fosfato de sodio 1mM y 10mM pH7 obtenidas 
con una punta de nitruro de silicio y una superficie de mica, ambas con carga 
negativa a pH neutro. La Fig. 3.4B muestra curvas de fuerza obtenidas en 
fosfato de sodio 2.5mM y 10mM pH7, para la misma punta del ejemplo anterior, 
pero esta vez sobre una superficie de mica recubierta con poli-L-lisina, lo que 
confiere a la muestra una carga positiva. Tres de las características más 
comunes de las fuerzas EDC se pueden observar en estas curvas. La primera 
es que la fuerza EDC que se desarrolla entre puntas y muestras con carga 
eléctrica del mismo signo es repulsiva (Fig. 3.4B), mientras que para el caso 
contrario la fuerza EDC es atractiva (Fig. 3.4C). Otra característica es que las 
fuerzas se extienden hasta separaciones entre punta y muestra de unas pocas 
veces Dλ . Finalmente también se observa que la fuerza adquiere valores 
mayores para concentraciones de iones pequeñas, o lo que es lo mismo, para 
valores altos de Dλ . Cualquier modelo para la fuerza EDC debe satisfacer 
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estas tres observaciones experimentales, como es el caso en las dos 
expresiones presentadas para la fuerza EDC: la Ec. 3.27 y la Ec. 3.29.  
 
 
 
Figura 3.4. A) Esquema del solapamiento de las dobles capas electrostáticas de punta y 
muestra. B) Curvas de fuerza obtenidas en fosfato de sodio pH7 10mM (curva azul) y 1mM 
(curva roja) para una punta de nitruro de silicio y una superficie de mica, ambas con carga 
negativa en estas condiciones. C) Curvas de fuerza obtenidas con la misma punta que en B), 
en fosfato de sodio pH7 10mM (curva azul) y 2.5mM (curva roja) sobre una superficie de mica 
recubierta con poli-lisina, que adquiere carga positiva a pH7. 
 
En principio, la expresión para la fuerza DLVO (Ec. 3.28) sería la más 
apropiada para interpretar las curvas de fuerza del experimento anterior para 
cualquier separación entre punta y muestra. Sin embargo, en la práctica se 
suele utilizar la fuerza exponencial de la Ec. 3.29 debido a su simplicidad y a 
que conserva las tres observaciones experimentales de estas fuerzas 
comentadas previamente. Esta función no sólo es mucho más sencilla, si no 
que además es proporcional a la densidad de carga de la muestra, lo que 
facilita la estimación de este parámetro. Aunque la función exponencial sólo 
debería ser válida para separaciones mucho mayores que Dλ , en la práctica se 
utiliza para ajustar curvas de fuerza hasta separaciones mucho más pequeñas 
[Butt92; Rostch97; Heinz99; Johnson03]. Para determinar hasta qué punto es 
correcta esta aproximación, se han comparado los resultados de ajustar tanto a 
la sencilla función exponencial de la Ec. 3.29, como a la función para la fuerza 
DLVO de la Ec. 3.28, curvas de fuerza experimentales obtenidas en las mismas 
condiciones de la Fig. 3.4B: una punta de nitruro de silicio sobre una superficie 
de mica recién exfoliada a distintas concentraciones de fosfato de sodio a pH 7. 
En concreto, se ha estudiado la interacción a cuatro concentraciones diferentes 
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de fosfato de sodio (1mM, 10mM, 50mM y 100mM), realizando un número 
representativo de curvas de fuerza (>50) para cada una de las 
concentraciones. Los resultados de este estudio se muestran en la Fig. 3.5. 
 
 
 
Figura 3.5. A) Curvas de fuerza frente a distancia entre punta y muestra correspondientes a 
una punta de nitruro de silicio sobre una superficie de mica obtenidas en fosfato de sodio 1mM 
y 10mM. Se representan también los ajustes de ambas curvas a la Ec. 3.28 (líneas continuas) y 
a la Ec. 3.29 (líneas discontinuas). B) Valores medios obtenidos para la amplitud de la fuerza 
vdW, 6AR , obtenidos a partir de ajustes a la Ec. 3.28 de conjuntos de curvas 
correspondientes a la misma punta y muestra de A) a distintas concentraciones de fosfato de 
sodio: 1mM, 10mM, 50mM y 100mM (>50 curvas para cada concentración). No se observa 
ninguna dependencia clara de la amplitud con la concentración de iones tal y como se espera 
para una interacción vdW. C) Comparación de valores obtenidos para Dλ  mediante la Ec. 3.20 
(línea discontinua), y los valores obtenidos también para Dλ  a partir del ajuste del mismo grupo 
de curvas de B) a la fuerza DLVO de la Ec. 3.28 (círculos), y a la fuerza EDC de la Ec. 3.29 
(rombos). 
 
En la Fig. 3.5A se muestran dos ejemplos de curvas de aproximación 
representando la fuerza frente a distancia entre punta y muestra 
correspondientes a este experimento obtenidas en fosfato de sodio 1mM y 
10mM. En ambas curvas se observa una fuerza repulsiva de largo alcance, 
seguida de una fuerza atractiva que aparece a una separación de ~2nm en 
ambos casos, y que precede al contacto mecánico. La componente repulsiva 
se puede asociar a una fuerza EDC, ya que dicha fuerza alcanza valores y 
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distancias más grandes para concentraciones de iones más pequeñas. Por otro 
lado, la componente atractiva no parece depender de la concentración de 
iones, razón por la que se asocia a la fuerza vdW. En efecto, no se espera que 
esta fuerza varíe demasiado, puesto que ni la constante de Hamaker, ni el 
tamaño de la punta, dependen significativamente de los iones presentes en el 
medio. En la Fig. 3.5A se muestran también los ajustes de las dos curvas a la 
expresión para la fuerza DLVO de la Ec. 3.28 (líneas continuas). En la Fig. 3.5B 
se muestran los valores obtenidos a partir de este ajuste para la amplitud de la 
fuerza vdW, 6AR , para las cuatro concentraciones estudiadas. En este estudio 
no se observa ninguna dependencia clara con la concentración de iones. El 
valor medio de esta amplitud es ~11pN/nm2, lo que para un radio típico de 
10nm proporciona un valor para la constante de Hamaker JA 21107 −⋅≈ , en muy 
buen acuerdo con los valores reportados para sistemas similares 
[Israelachvili91]. Este resultado reafirma la asociación de la fuerza atractiva 
observada con una fuerza vdW.  
 
En la Fig. 3.5A también se muestra el ajuste de las dos curvas a la 
función exponencial de la Ec. 3.29 (líneas discontinuas). Para este ajuste se 
han utilizado sólo los valores de fuerza correspondientes a distancias mayores 
de 2nm, ya que por debajo de este valor se debe tener en cuenta la fuerza vdW 
atractiva tal y como se ha demostrado. Se observa que para este rango de 
distancias el ajuste es tan bueno como el de la fuerza DLVO. Para comprobar 
cual de los dos modelos proporciona parámetros más acordes con la teoría 
DLVO, se comparan en la Fig. 3.5C los valores para Dλ  obtenidos a partir del 
ajuste con ambos modelos. Estos valores también se comparan con los que 
predice la Ec. 3.20 (línea discontinua), que se calculan considerando que, a 
pH7, los iones fosfato están disociados en forma monovalente −42POH  en un 
~62% y en forma divalente 24
−HPO  en un ~38% [CSHProtocols06]. Se observa 
cómo los valores obtenidos para Dλ , a partir de los dos modelos, casi se 
solapan con el que predice la Ec. 3.20 (al menos para concentraciones por 
encima de 1mM). Sin embargo, a una concentración 1mM la diferencia entre 
estos valores empieza a aumentar. El valor obtenido para Dλ  a partir de la Ec. 
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3.20 es nmTeóricaD 3.8=λ , la obtenida a partir del ajuste a la Ec. 3.28 es 
nmDLVOD 2.10.7 ±=λ , mientras que para el ajuste a la Ec. 3.29 
nmlExponenciaD 9.00.5 ±=λ .  El valor para Dλ  obtenido a partir del ajuste a la fuerza 
DLVO está de acuerdo con el que predice la teoría, mientras que el obtenido a 
partir del ajuste a una función exponencial es más pequeño. Esta discrepancia 
se debe a que el término de la fuerza EDC que decrece como 2Dλ  adquiere 
mayor importancia a bajas concentraciones de iones.  
 
Así, se ha demostrado que se puede utilizar una simple función 
exponencial para interpretar con gran exactitud la fuerza entre punta y muestra 
en disoluciones acuosas con baja concentración de iones (<100mM), siempre 
que se consideren separaciones por debajo de ~2nm, y teniendo en cuenta que 
los valores obtenidos para Dλ  a partir de la expresión exponencial para la 
fuerza EDC (Ec. 3.29) pueden estar estimados a la baja si la concentración de 
iones es muy pequeña (<1mM).  
 
3.4. Fuerzas no-DLVO entre punta y muestra 
 
Las fuerzas DLVO dejan de describir de forma adecuada la interacción 
entre superficies cuando la separación entre éstas se reduce a distancias del 
orden de ~1nm. Esto se debe o bien a que la teoría DLVO no es válida para 
separaciones tan pequeñas, o bien a que otras fuerzas diferentes entran en 
juego, llegando incluso a dominar la interacción. Aquí se comentan algunas de 
estas fuerzas no-DLVO, aunque de forma breve, ya que no se han estudiado 
durante esta tesis. 
 
Los modelos expuestos hasta ahora para las interacciones vdW y EDC 
consideran el líquido entre punta y muestra como un continuo, y lo describen 
mediante propiedades macroscópicas como la densidad o la constante 
dieléctrica. Sin embargo, esta aproximación ya no es válida cuando dos 
superficies están separadas por una distancia que no es despreciable frente al 
tamaño de las moléculas que componen el medio que separa a las superficies. 
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Bajo el término fuerzas de solvatación se engloban distintas fuerzas con la 
característica común de tener su origen en la discontinuidad del medio entre las 
superficies. Destacan las fuerzas oscilatorias debidas al confinamiento 
geométrico de las moléculas del líquido entre punta y muestra cuando la 
separación entre ambas es del orden de unos pocos diámetros moleculares 
[Oshea92]. Dentro de las fuerzas de solvatación también se encuentran las 
denominadas fuerzas estructurales, o en el caso de que el líquido sea agua, las 
fuerzas de hidratación. Las superficies hidrofílicas contienen grupos cargados 
que forman enlaces de hidrógeno con el medio si éste es acuoso, modificando 
la red de enlaces de hidrógenos del agua líquida que las rodea. Cuando dos 
superficies de este tipo se aproximan se origina una fuerza repulsiva, ya que se 
debe romper la estructura que forman las superficies con el agua adyacente. 
Estas fuerzas tienen un alcance algo mayor que la oscilatoria, con longitudes 
características del orden del nanómetro [Butt91b]. Por el contrario, si las 
superficies son hidrofóbicas, surge una fuerza atractiva con un alcance todavía 
mayor, que puede llegar a ser de varios nanómetros. A pesar de que estos 
tipos de fuerzas estructurales han sido estudiados de forma exhaustiva 
experimentalmente [Tsao93], existe un gran desconocimiento acerca de los 
mecanismos que las generan, convirtiéndolas en una de las áreas en las que el 
AFM puede aportar significativas contribuciones en los próximos años. 
 
Otro tipo de interacción surge entre superficies cubiertas con polímeros, 
los cuales difunden térmicamente en el espacio al que tienen acceso al estar 
anclados a la superficie sólo por uno de sus extremos. Cuando dos de estas 
superficies se aproximan surge una fuerza repulsiva entre ellas, denominada 
fuerza estérica, que tiene su origen en el solapamiento entre los polímeros, o 
entre éstos y las superficies [Mukhopadhyay01].  
 
3.5. Fuerza hidrodinámica sobre el fleje 
 
Como cualquier otro objeto moviéndose en un líquido, el fleje de un AFM 
experimenta una fuerza hidrodinámica de arrastre debida a la fricción con un 
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medio viscoso. La fuerza de arrastre para este caso puede expresarse como 
[Alcaraz01]: 
 
( )
dt
dh
dh
R
v
dh
R
hF
eff
eff
eff
eff
drag ⋅+=⋅+=
22 66 πηπη
   Ec. 3.30 
 
donde effR  y effd  representan respectivamente el radio y la altura de la punta, η  
es la viscosidad del líquido, Re  el número de Reynolds, y h  la distancia entre 
punta y muestra. En el estudio de fuerzas con alcances de nanómetros se 
puede despreciar h , que será del mismo orden que el alcance de las fuerzas, 
frente a effd , que será normalmente del orden de micras. Esto implica que el 
denominador de la ecuación, effdh + , se puede considerar constante. Por lo 
tanto, el parámetro que controlará la dependencia de la fuerza hidrodinámica 
con la distancia durante una curva de fuerza será la velocidad con la que se 
separarán punta y muestra dtdh . Por simplicidad se supondrá que esta 
velocidad es aproximadamente igual a aquella con que se desplaza la muestra.  
 
 
 
Figura 3.6. Curvas de fuerzas obtenidas con una punta de nitruro de silicio, con una constante 
de fuerza nominal de 30pN/nm, sobre una superficie de mica en fosfato de sodio 20mM. Estas 
curvas se han realizado aplicando A) una rampa lineal de voltaje, y B) una rampa sinusoidal de 
voltaje, al piezoeléctrico sobre el que se sitúa la muestra. La velocidad media durante ambos 
desplazamientos es de ~7·103nm/s. 
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Consideremos primero que el desplazamiento se realiza aplicando una 
rampa lineal de voltaje al piezoeléctrico sobre el que se sitúa la muestra. Si 
despreciamos la no linealidad del piezoeléctrico, se puede suponer una 
velocidad dtdh , y por lo tanto una fuerza hidrodinámica, constante (Fig. 3.6A). 
Por el contrario, si el desplazamiento se realiza aplicando una rampa sinusoidal 
de voltaje al piezoeléctrico, la velocidad durante una curva de fuerza será cero 
al principio y al final del salto, mientras que alcanzará la máxima velocidad 
aproximadamente a la mitad del mismo. Esto implica que la máxima fuerza 
hidrodinámica también tendrá lugar aproximadamente en la mitad del salto (Fig. 
3.6B). 
 
La elección entre los dos tipos de rampas de voltaje expuestos 
dependerá de cada experimento. Por un lado, aplicando una rampa sinusoidal 
la fuerza hidrodinámica se reduce considerablemente antes de que punta y 
muestra contacten, lo que reduce la fuerza aplicada sobre la muestra, y por lo 
tanto, la invasividad de la técnica.  Esto no ocurre en el caso de una rampa 
lineal, donde durante el momento del contacto se debe añadir la fuerza 
hidrodinámica constante al resto de fuerzas ejercidas sobre la muestra. De 
modo que bajo estas consideraciones sería mejor aplicar una rampa sinusoidal, 
sobre todo si se estudian materiales blandos. Por otro lado, si se quieren 
analizar las curvas de fuerza en base a leyes físicas es conveniente eliminar la 
contribución de la fuerza hidrodinámica. Para ello, la forma más sencilla sería 
realizarla suficientemente despacio. Sin embargo, esto no es siempre posible, 
bien debido a que el tiempo de adquisición sería demasiado largo, o bien por 
que interesa explícitamente realizar las curvas a velocidades altas. En esta 
situación puede ser conveniente aplicar una rampa lineal, ya que implica un 
valor constante para la fuerza hidrodinámica y la consiguiente facilidad para 
sustraerla en las curvas de fuerza, lo que es mucho más difícil si se aplican 
rampas sinusoidales. 
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Capítulo 4. Visualización en el modo FSI de 
fuerzas EDC sobre moléculas biológicas 
individuales 
 
4.1. Introducción 
 
Como se ha visto en el capítulo anterior, la medida de fuerzas EDC 
sobre superficies en medio líquido puede proporcionar información sobre el 
estado de carga de la muestra. En efecto, la densidad de carga de una 
superficie se puede obtener realizando una curva de fuerza y ajustando el 
resultado a una función exponencial. Recordemos que, si se cumplen ciertas 
condiciones, la amplitud de la fuerza obtenida a partir del ajuste es proporcional 
a la densidad de carga del punto sobre el que se ha realizado la curva (Ec. 
3.29). Dado que la inmensa mayoría de las superficies adquieren una carga 
cuando se sumergen en disoluciones acuosas de iones, lo que es aplicable 
también a casi todas las moléculas biológicas, el estudio de fuerzas EDC se 
perfila como un método muy potente para la caracterización de superficies 
biológicas en función de su carga. 
 
Los modos de operación del AFM basados en la realización de curvas 
de fuerza permiten obtener, junto con la topografía, mapas de alguna propiedad 
de la muestra, o de su interacción con la punta. Estos modos han demostrado 
ser de gran utilidad para estudiar la distribución de fuerzas EDC sobre distintas 
superficies [Rotsch97]. Aunque para estos estudios se han utilizado diferentes 
métodos, como por ejemplo el modo de fuerza pulsada [Miyatani97], es 
conveniente registrar toda la curva, operando por ejemplo en el modo FSI, 
dada la complejidad del análisis necesario para una correcta interpretación de 
la fuerza EDC.  
 
Las superficies biológicas se caracterizan por su elevada 
heterogeneidad a la escala de nanómetros, ya que las unidades estructurales 
básicas de los sistemas biológicos, como ácidos nucleicos, proteínas y lípidos, 
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tienen tamaños de este orden. Sería muy útil para la caracterización de estas 
superficies obtener mapas de distribución de fuerzas EDC con una resolución 
suficiente como para detectar moléculas biológicas de forma individual. En 
principio, el modo FSI se perfila como idóneo para este tipo de experimentos. 
Sin embargo, una de las mayores limitaciones de este modo es la baja 
resolución lateral que se muestra en la mayoría de los trabajos, lo que se 
atribuye principalmente al largo tiempo de adquisición que conlleva, que a su 
vez incrementa los efectos de las derivas térmica y mecánica. En efecto, en 
muy pocos trabajos se han estudiado moléculas biológicas individuales 
operando en el modo FSI [Radmacher94a; Willemsen98], y en ninguno de ellos 
se han estudiado de forma concreta fuerzas EDC. Así, al principio de esta tesis, 
la resolución que se podía obtener en la caracterización electrostática de 
superficies mediante esta técnica era una incógnita, y se planteó como objetivo 
el estudiarlo. 
 
En este capítulo se demuestra la posibilidad de obtener, operando en el 
modo FSI, una resolución lateral suficiente en los mapas de fuerza EDC como 
para resolver moléculas biológicas individuales. 
 
4.2. ADN sobre poli-L-lisina 
 
Debido al interés de este trabajo en medir fuerzas EDC sobre material 
biológico, se decidió trabajar con superficies modelo compuestas por moléculas 
biológicas de tamaño nanométrico individuales y aisladas sobre superficies 
planas, de modo que la posición de las mismas se pudiese detectar claramente 
a partir de la imagen de topografía. De forma más concreta, los resultados que 
se exponen en este capítulo se han obtenido con una muestra compuesta por 
moléculas de ácido desoxirribonucleico, ADN, depositadas sobre superficies de 
mica funcionalizadas con poli-L-lisina. La poli-L-lisina es un polímero con lisinas 
como monómeros, un aminoácido que contiene un grupo amino en su cadena 
lateral. Este aminoácido tiene un pI de ~10, lo que significa que para 
disoluciones con pHs por debajo de este valor el grupo amino estará cargado 
positivamente. De este modo, las superficies de mica recubiertas con poli-L-
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lisina adquieren una carga positiva para el mismo rango de pHs. Por otro lado, 
las moléculas de ADN están cargadas negativamente por encima de pHs de ~4 
(Anexo B.4). Así, las superficies de poli-L-lisina son muy apropiadas para 
visualizar, mediante AFM, moléculas de ADN en medio líquido, debido a la 
fuerte interacción electrostática que desarrollan con la superficie [Bussiek03]. 
 
 
 
Figura 4.1. Imágenes de A) moléculas de ADN circular (plásmido pUC19) y de C) moléculas de 
ADN lineal (procedente del fago lambda), ambas depositadas sobre mica funcionalizada con 
poli-L-lisina, y obtenidas en fosfato de sodio 10mM operando en el modo jumping. Se muestran 
también perfiles a lo largo de las moléculas de ADN tanto para B) el ADN circular, como para 
D) el ADN lineal. 
 
En la Fig. 4.1 se muestran moléculas tanto de ADN circular (Fig. 4.1A), 
como de ADN lineal (Fig. 4.1C), depositadas sobre una superficie de mica 
funcionalizada con poli-L-lisina. La preparación de estas muestras se explica en 
el anexo A.3. Las imágenes han sido obtenidas en fosfato de sodio 10mM pH7 
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operando en el modo jumping (sección 2.3.3.2), y aplicando como máximo una 
fuerza de ~100 pN durante la visualización. En la Fig. 4.1B se muestra un perfil 
de topografía a lo largo de la molécula de ADN circular de la Fig. 4.1A. Se 
observa que la molécula presenta una altura de ~1.8nm. En el perfil de la Fig. 
4.1D, trazado a lo largo de la molécula lineal de ADN de la Fig. 4.1C, se 
observa aproximadamente la misma altura. En efecto, promediando múltiples 
perfiles se obtiene para los dos tipos de moléculas presentadas una altura 
media de 1.8±0.3 nm, un valor similar al de trabajos anteriores 
[MorenoHerrero03], y al diámetro nominal de 2nm [Watson53]. 
 
La anchura que presentan las moléculas de ADN de la Fig. 4.1 es mucho 
mayor que el diámetro de las mismas. Mientras que la molécula de ADN 
circular presenta una anchura media de unos 8nm, la anchura de la molécula 
de ADN lineal es de unos 10nm. Este hecho se puede atribuir al fenómeno de 
dilación explicado en la sección 2.3.1.1. Este fenómeno implica que una 
molécula mucho más pequeña que la punta, como en el caso del ADN, 
presentará una anchura a media altura, S , que se puede expresar en función 
de la altura de la molécula, H , y del radio efectivo de la punta, R , como 
HRS 2≈ . Para verificar que la anchura observada corresponde a un efecto de 
dilación, estimamos el radio efectivo de las puntas a través de esta expresión. 
Así, para la punta con la que se ha obtenido la Fig. 4.1A se estima un radio 
para la punta de 8nm, mientras que para la punta con la que se ha obtenido la 
Fig. 4.1B se el radio efectivo es de 12.5nm. Ambos valores están de acuerdo 
con la estimación proporcionada por el fabricante, que es de ~20nm (MLCT, 
Veeco). 
 
4.3. Visualización en el modo FSI de fuerzas EDC sobre 
moléculas de ADN  
 
En esta sección se explica cómo se ha utilizado el modo de FSI para 
visualizar fuerzas EDC sobre moléculas de ADN depositadas en poli-L-lisina. 
Se demuestra una resolución suficiente como para detectar moléculas 
individuales de ADN, tanto en la topografía como en la fuerza EDC. 
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4.3.1. Limitaciones en la velocidad de adquisición 
 
Como se ha comentado, la principal causa de la baja resolución lateral 
que se obtiene normalmente en el modo FSI es el largo tiempo de adquisición 
que conlleva. Existen diversos factores que limitan la velocidad de adquisición. 
Entre ellos están la exigencia de realizar las curvas de fuerza a frecuencias que 
no se solapen con las de resonancia de los piezoeléctricos o del fleje [Picco07], 
o las limitaciones en el registro y velocidad de transmisión del gran número de 
datos que se generan con este modo [Taboada05]. Sin embargo, para el 
objetivo concreto de estudiar fuerzas EDC, hemos encontrado otras 
limitaciones que ocurren a velocidades de adquisición todavía más pequeñas 
que a las que aparecen las limitaciones anteriores. Estas son la fuerza 
hidrodinámica y la reducción de resolución en la curva, que si bien no 
representan un problema desde el punto de vista técnico, si que lo son para la 
interpretación de los resultados. 
 
La forma más directa de aumentar la velocidad de adquisición en el 
modo FSI es incrementar la velocidad a la que se realizan las curvas de fuerza. 
Por otro lado, una muestra moviéndose cerca del fleje ejerce una fuerza 
hidrodinámica sobre éste que es proporcional a la velocidad relativa entre 
ambos (Ec. 3.30). Así, cuando esta velocidad supera un cierto límite, que 
depende del líquido y del fleje empleados, la fuerza hidrodinámica alcanza 
valores del orden, o incluso mayores, que la propia fuerza EDC. En la Fig. 4.2 
se muestra una curva de fuerza de aproximación realizada con una punta de 
nitruro de silicio sobre una muestra de mica en fosfato de sodio 10mM pH7. 
Ambas superficies están cargadas negativamente en estas condiciones 
(Anexos B.1 y B.2). La velocidad relativa entre ambas durante la aproximación 
es de ~1400nm/s. Se observa una fuerza repulsiva que actúa a distancias muy 
alejadas de la muestra. Esta fuerza, que desaparece si la muestra se mueve 
suficientemente despacio, es la fuerza hidrodinámica sobre el fleje. A 
separaciones de unos pocos nanómetros la fuerza se incrementa de forma 
pronunciada, ya que aparece una interacción EDC repulsiva entre las 
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superficies de punta y muestra. Finalmente, se alcanza una dependencia lineal 
entre la posición y la fuerza, característica  del contacto mecánico entre punta y 
muestra. En este caso es muy difícil separar la fuerza EDC de la fuerza 
hidrodinámica, complicándose aún más si se incrementa la velocidad de 
aproximación. 
 
 
 
Figura 4.2. Curva de fuerza de aproximación punta-muestra realizada con una punta de nitruro 
de silicio sobre una superficie de mica en fosfato de sodio 10mM pH7 con un fleje de constante 
de fuerza 15pN/nm. La velocidad relativa de aproximación punta-muestra es de ~1400nm/s. Se 
observa una fuerza hidrodinámica repulsiva desde el principio de la aproximación que, cerca de 
la superficie, se suma a una fuerza EDC también repulsiva. 
 
En la Fig. 4.2 se puede observar otro factor que, junto con la fuerza 
hidrodinámica, también complica el estudio de la fuerza EDC. Como se ha 
explicado, para una correcta interpretación de estas fuerzas es necesario 
transformar las curvas en una representación de fuerza frente a distancia real 
entre punta y muestra (sección 3.3.3). Para realizar correctamente este 
proceso es necesario determinar con precisión algunos parámetros a partir de 
las curvas, como el punto en que punta y muestra establecen contacto (sección 
2.3.2.1). Sin embargo, esto no resulta sencillo para la curva de la Fig. 4.2. Esta 
dificultad surge del hecho de que, al incrementar la velocidad a la que se 
 89 
realizan las curvas de fuerza, normalmente se reduce también el número de 
puntos que éstas contienen, disminuyendo por lo tanto su resolución.  
 
 
 
Figura 4.3. Curvas de fuerza de aproximación realizadas sobre una superficie de mica en 
fosfato de sodio 10mM pH7 con una punta de nitruro de silicio y constante de fuerza 30pN/nm. 
Las curvas se han realizado a velocidades de A) 108nm/s y B) 993nm/s. 
 
La perdida de resolución en las curvas se ejemplifica de forma más 
detallada en la Fig. 4.3. En ella se representan dos curvas de fuerza de 
aproximación realizadas con una punta de nitruro de silicio sobre el mismo 
punto de una superficie de mica en fosfato de sodio 10mM pH7. La curva de la 
Fig. 4.3A ha sido adquirida desplazando la muestra a una velocidad de 
108nm/s y registrando 2048 puntos. Por otro lado, la curva de la Fig. 4.3B se 
ha realizado desplazando la muestra a una velocidad de 993nm/s y registrando 
242 valores de fuerza. En las dos curvas se registran los valores de fuerza a 
intervalos mucho más pequeños que la longitud de Debye del medio (~2.3nm), 
y sin embargo la primera presenta una resolución mucho mayor que la 
segunda. Este fenómeno tiene su origen en las fluctuaciones térmicas en la 
deflexión del fleje (sección 2.3.2.2). Estas fluctuaciones ocurren normalmente a 
frecuencias mayores que aquellas con las que se registra la deflexión. Como 
consecuencia se registran fluctuaciones sin ninguna correlación en los valores 
de fuerza, aunque siempre con una amplitud acorde con la esperada para las 
fluctuaciones térmicas, que suele ser del orden de ~10pN. Cuantos más puntos 
contenga una curva, más fácil será separar la deflexión debida a las 
fluctuaciones térmicas, de la debida a la fuerza ejercida por la muestra. Así, en 
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la Fig. 4.3A se puede diferenciar claramente entre las posiciones donde actúa 
la fuerza EDC y aquellas donde punta y muestra están en contacto. Sin 
embargo, en la Fig. 4.3B las fluctuaciones alrededor del punto que separa 
ambas regiones dificultan su determinación. 
 
4.3.2. Visualización de moléculas de ADN en el modo FSI 
 
En la Fig. 4.4A se muestra una imagen de topografía obtenida en el 
modo FSI, donde aparecen las mismas moléculas de ADN que en la Fig. 4.1C. 
Los puntos de la imagen se han obtenido a intervalos laterales de 4.5nm.  En la 
Fig. 4.4B se muestra un perfil de altura a lo largo de la molécula de ADN de la 
Fig. 4.4A. Ésta presenta una altura de ~1.8nm, y una anchura a media altura de 
~10nm, valores similares a los obtenidos visualizando la misma molécula en el 
modo jumping (Fig. 4.1). Para poder estudiar la distribución de fuerzas EDC, la 
resolución en topografía debe ir acompañada de una resolución en las curvas 
de fuerza que permita diferenciar entre la interacción con el substrato de poli-L-
lisina y la interacción con las moléculas de ADN. En la Fig. 4.4C se muestran 
dos curvas de fuerza, pertenecientes al mismo archivo FSI que la imagen de la 
Fig. 4.4A, realizadas sobre el substrato (curva roja) y sobre la molécula (curva 
azul). El experimento se ha realizado con una punta de nitruro de silicio, que a 
pH neutro desarrolla una carga negativa en su superficie (Anexo B.1). Sobre el 
substrato de poli-L-lisina se observa una fuerza atractiva. Este comportamiento 
coincide con el que predice la Ec. 3.29 para la fuerza EDC entre superficies con 
cargas opuestas. Sobre la molécula se observa una fuerza EDC repulsiva, tal y 
como se espera para una superficie y una muestra cargadas negativamente. 
 
Estos resultados demuestran que se pueden obtener imágenes de 
topografía operando en el modo FSI con una resolución en topografía 
comparable a la que se obtiene mediante otros modos, lo que permite 
visualizar moléculas biológicas individuales de tamaño nanométrico como el 
ADN. No sólo eso, sino que además se puede obtener suficiente resolución en 
las curvas de fuerza como para detectar la fuerza EDC que se desarrolla entre 
la punta y estas moléculas. 
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Figura 4.4. Visualización en el modo FSI de moléculas de ADN lineal sobre una superficie de 
poli-L-lisina en fosfato de sodio 10mM pH7. A) Imagen de topografía correspondiente y B) perfil 
de altura a lo largo una de las moléculas representadas en A). C) Ejemplos de curvas de fuerza 
correspondientes al mismo archivo FSI que A), realizadas sobre una de las moléculas de ADN 
(línea azul), y sobre un punto de la superficie de poli-L-lisina lejos de las moléculas (línea roja). 
 
4.3.3. Distribución de fuerzas EDC sobre moléculas de ADN  
 
Estudiemos ahora de forma más detallada la resolución alcanzada en las 
fuerzas EDC sobre moléculas de ADN visualizadas en el modo FSI. En la Fig. 
4.5A se muestra una imagen de topografía de una de estas muestras en fosfato 
de sodio 10mM pH7 obtenida operando en el modo FSI con una punta de 
nitruro de silicio. En la imagen se observa una molécula de ADN circular con 
una resolución similar a la de imágenes anteriores. La imagen consiste en 
128x128 puntos registrados a intervalos laterales de 3nm y con una frecuencia 
de adquisición de 40puntos/segundo (menos de 7 minutos para la adquisición 
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completa de la imagen). Esta velocidad de adquisición es similar a las más 
altas obtenidas en otros trabajos [Almqvist04]. 
 
En la Fig. 4.5B se muestra una serie de curvas, perteneciente al mismo 
archivo FSI que la topografía de la Fig. 4.5A. Las curvas se han realizado a 
intervalos de 3nm a lo largo de una traza perpendicular a la molécula de ADN 
(la traza se ha resaltado en la imagen de topografía). Las curvas se han 
transformado en una representación de fuerza frente a distancia entre punta y 
muestra. Los puntos de las curvas se han registrado a intervalos verticales de 
~0.4nm, muy por debajo de la longitud de Debye del medio (~2.3nm). Las tres 
curvas en la mitad del perfil (resaltadas en negro) coinciden con las posiciones 
que ocupa la molécula de ADN. En ellas se observa una fuerza EDC repulsiva 
que pasa a ser atractiva sobre el substrato de poli-L-lisina. La distancia que 
separa a estas tres curvas es de 12nm, un valor similar a la anchura a media 
altura que presentan las moléculas de ADN en las imágenes de topografía. Por 
lo tanto, podemos concluir que, operando el AFM en el modo FSI, es posible 
obtener una resolución en la distribución de fuerzas EDC similar a la que se 
obtiene en topografía y suficiente como para resolver moléculas biológicas de 
forma individual. 
 
Para analizar las medidas de fuerzas EDC mediante AFM normalmente 
se utiliza la Ec. 3.29. Sin embargo, en el caso de moléculas con tamaños del 
mismo orden, o incluso más pequeños, que la longitud de Debye del medio, 
aparecen otros factores que esta expresión no tiene en cuenta. Por ejemplo, la 
contribución del substrato que rodea a la molécula, o la altura de ésta. A pesar 
de estas limitaciones, es interesante observar cómo la fuerza EDC sobre la 
molécula conserva un comportamiento exponencial, con naturaleza atractiva 
sobre la superficie de poli-L-lisina y repulsiva sobre el ADN. Esta inversión de la 
fuerza EDC sobre la molécula de ADN coincide con lo que predice la Ec. 3.29 
para una punta y una molécula cargadas negativamente. Este comportamiento 
indica que el AFM es sensible a la carga negativa de una sola molécula de 
ADN. Sin embargo, para una caracterización cuantitativa es necesario un 
nuevo marco teórico, cuyo desarrollo se presenta en la sección 6.2. 
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Figura 4.5. A) Imagen de topografía de una molécula circular de ADN en fosfato de sodio 
10mM pH7 obtenida a partir de una visualización en el modo FSI.  B) Curvas de fuerza frente a 
distancia entre punta y muestra, correspondientes al mismo archivo FSI que A). Las curvas 
corresponden a posiciones laterales consecutivas a lo largo de una línea perpendicular a la 
molécula de A) (la traza se ha resaltado en la imagen de topografía). Las tres curvas resaltadas 
en negro, que corresponden a las posiciones sobre la molécula, muestran una fuerza EDC 
repulsiva, en contraste con la fuerza EDC atractiva sobre la superficie de poli-L-lisina. 
 
4.4. Resumen 
 
En este capítulo se demuestra que, operando el AFM en el modo FSI, es 
posible resolver moléculas biológicas de tamaño nanométrico, tanto a partir de 
las imágenes de topografía, como a partir de las fuerzas EDC entre punta y 
muestra. 
 
En concreto se han estudiado muestras de moléculas individuales de 
ADN, tanto circulares como lineales, depositadas sobre muestras de mica 
recubiertas con poli-L-lisina. La resolución obtenida en topografía operando en 
el modo FSI es similar a la que se obtiene operando en otros modos. Más aún, 
se ha demostrado una resolución lateral en la fuerza EDC similar a la de la 
topografía.  
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5. Visualización de moléculas biológicas en el 
régimen repulsivo de la doble capa electrostática 
 
5.1. Introducción 
 
Como se ha explicado en capítulos anteriores, la Microscopía de Fuerza 
Atómica se ha convertido en una técnica muy extendida para el estudio de 
muestras biológicas. Desde los primeros trabajos se constató la necesidad de 
reducir la invasividad de la técnica para trabajar con este tipo de muestras 
blandas y fácilmente deformables. Así, se han desarrollado multitud de 
estrategias para reducir el daño que ejerce la punta sobre la muestra, siendo la 
situación idónea aquella en que ambas no contactan. 
 
El modo contacto (sección 2.3.1) es poco utilizado en el estudio de 
muestras biológicas debido a las altas fuerzas laterales que se ejercen durante 
la toma de la imagen [MorenoHerrero04a]. Entre los modos de operación 
considerados como menos invasivos están los modos dinámicos de operación. 
Dentro de estos modos el más común es el de modulación en amplitud, donde 
el fleje se oscila durante el barrido a su frecuencia de resonancia libre, a la vez 
que se ajusta la distancia entre punta y muestra de modo que la amplitud de la 
oscilación permanezca constante [García02]. Con este modo es posible evitar 
el contacto entre punta y muestra durante la visualización en aire ambiente 
[SanPaulo00]. Sin embargo, la visualización de moléculas biológicas se debe 
realizar en un medio líquido similar al fisiológico. En estas condiciones, punta y 
muestra establecen un contacto mecánico intermitente que, aunque se 
produce durante intervalos de tiempo muy pequeños, se ha demostrado 
experimentalmente daña a las muestras biológicas [MorenoHerrero04a].  
 
Entre las estrategias propuestas para reducir la invasividad del AFM 
destaca la visualización en el régimen EDC repulsivo [Senden94]. Esta 
estrategia consiste en barrer las muestras con la punta a una distancia tal que 
la principal interacción entre ambas consista en una fuerza EDC (sección 3.3). 
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Esta estrategia, en la que punta y muestra no establecen contacto, ha 
generado muchas expectativas en el estudio de muestras biológicas, ya que 
las fuerzas EDC se desarrollan en el medio natural de éstas: disoluciones 
acuosas con una cierta cantidad de electrolitos. En efecto, la visualización en 
el régimen EDC repulsivo ha sido aplicada con éxito a un amplio espectro de 
muestras biológicas, como agregados de moléculas anfifílicas [Manne94], la 
membrana púrpura extra-celular [Muller99], o bicapas de lípidos [Johnson03].  
 
Quizás la mayor limitación de la visualización en el régimen EDC 
repulsivo es que se requiere una fuerza EDC repulsiva sobre toda la muestra. 
Para ello, punta y muestra deben tener densidades de carga superficiales del 
mismo signo (Ec. 3.29). Si en algún punto de la muestra se invierte la carga de 
su superficie, la fuerza EDC se convierte en atractiva provocando el contacto 
mecánico entre punta y muestra. 
 
Como se comenta en el capítulo anterior, este trabajo está enfocado en 
el estudio de muestras compuestas por moléculas biológicas depositadas 
sobre superficies planas. La elección de los substratos para este tipo de 
muestras se suele realizar de forma que se desarrolle una fuerte interacción 
electrostática con las moléculas, que las mantenga ancladas durante la 
visualización. Así, las moléculas representan inhomogeneidades nanométricas 
de carga opuesta a la del substrato. En este capítulo se demuestra la 
posibilidad de visualizar este tipo de muestras en el régimen EDC, evitando en 
todo momento el contacto punta-muestra. En concreto, los experimentos se 
han realizado sobre muestras de moléculas de avidina depositadas sobre 
superficies de mica. También se demuestra que la operación en el modo 
jumping incrementa de forma notable la estabilidad durante estos 
experimentos.  
 
5.2. Visualización en el régimen EDC repulsivo  
 
La fuerza EDC entre punta y muestra en disoluciones acuosas con 
concentraciones de iones en un rango aproximado 1mM-100mM se puede 
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aproximar por la función exponencial ( ) ( )DEDC zFzF λ−⋅= exp0 , donde 
εσσπλ muestrapuntaDRF 40 =  (Ec. 3.29). Por otro lado, cuando la separación entre 
punta y muestra es del orden o más pequeñas que ~2nm hay que tener en 
cuenta la fuerza de van der Waals  ( ) 26DARzFvdW −=  (Ec. 3.10). Así, la 
fuerza total entre punta y muestra, la fuerza DLVO, se puede expresar como: 
 
( ) ( ) ( ) DzEDCvdWDLVO eFD
ARDFDFDF λ
−⋅+−=+= 026   Ec. 5.1 
 
Punta y muestra interaccionarán mediante una fuerza EDC repulsiva en 
el caso de que ambas tengan cargas del mismo signo. En la Fig. 5.1 se 
representa una curva de fuerza de aproximación característica de una 
interacción EDC repulsiva. Cuando la separación entre punta y muestra es de 
unas pocas veces Dλ , la punta empieza a sentir la fuerza repulsiva EDC. La 
magnitud de ésta crece hasta que, a una fuerza de ~170pN y una separación 
de ~2nm, la fuerza vdW empieza a dominar la interacción. Poco después, 
debido a la naturaleza atractiva de esta fuerza y a la fuerte dependencia con la 
distancia que presenta, se produce una inestabilidad mecánica (sección 2.2.2) 
y la punta salta de forma irreversible al contacto. La idea básica de la 
operación en el régimen EDC repulsivo consiste en aplicar una fuerza por 
debajo del valor donde la fuerza vdW empieza a dominar la interacción. Este 
régimen tiene una dependencia de la fuerza con la posición de la muestra 
suficientemente alta como para permitir la visualización de la superficie, 
evitando a su vez el contacto mecánico con la punta.  
 
La visualización en el régimen EDC se complica si punta y muestra 
tienen cargas con signos opuestos y, por lo tanto, interaccionan mediante una 
fuerza EDC atractiva. En este caso tanto la fuerza EDC como la fuerza vdW 
atraen la punta hacia la muestra. Este factor, unido al hecho de que para estos 
experimentos se suelen utilizar flejes con constantes de fuerza pequeñas, 
puede provocar una inestabilidad mecánica, y el consiguiente contacto 
mecánico entre punta y muestra, para fuerzas mucho más pequeñas que en el 
caso de fuerzas EDC repulsivas (Figs. 5.2B y 5.2D). 
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Figura 5.1. Curva de fuerza obtenida durante la aproximación de una punta de nitruro de silicio 
y una superficie de mica en tampón fosfato de sodio 10mM pH7. Los valores más altos para la 
posición de la muestra corresponden a la situación de mayor separación de la punta, de modo 
que la fuerza aplicada sobre la misma es cero. Al desplazar la muestra, la separación con la 
punta disminuye, y cerca de la punta empieza a aumentar la fuerza originada por una 
interacción EDC repulsiva (situación de no contacto). Esta situación continúa hasta que 
aparece la fuerza vdW atractiva que acaba por provocar el salto al contacto mecánico. 
 
5.3. Fuerza EDC nitruro de silicio-mica y nitruro de 
silicio-avidina 
 
Para estudiar la posibilidad de visualizar moléculas individuales en un 
régimen EDC repulsivo hemos utilizado muestras de moléculas de avidina 
depositadas sobre superficies de mica. Para comenzar, escogimos una punta 
tal que tuviese una interacción EDC repulsiva con la mayor parte de la 
muestra, es decir, la mica. La interacción repulsiva de esta superficie con las 
puntas de nitruro de silicio, uno de los materiales más comunes en la 
fabricación de puntas, ha quedado demostrada varias veces en el capítulo 
anterior. La naturaleza repulsiva de esta fuerza (Fig. 5.2B) coincide con las 
predicciones del la Ec. 3.29 ya que, a pH fisiológico (~7-7.5), ambas 
superficies están cargadas negativamente (Anexos B.2 y B.3). 
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Figura 5.2.  A) Imagen de topografía de una superficie de mica recién exfoliada obtenida en 
modo jumping. B) Curva de fuerza obtenida sobre la superficie de A) en tampón fosfato 10mM 
pH7 con una punta de nitruro de silicio. Se observa claramente una fuerza EDC repulsiva. C) 
Imagen de una monocapa de avidina sobre mica. Se ha rascado en el centro de la imagen 
hasta alcanzar la mica. La profundidad de la zona rascada es de ~5nm, de acuerdo con la 
altura de una sola molécula de avidina. D) Curva de fuerza sobre una monocapa de avidina en 
tampón fosfato 10mM pH7 con una punta de nitruro de silicio. Se observa que en este caso la 
fuerza EDC es de naturaleza atractiva. 
 
La avidina es una pequeña proteína globular de unos cinco nanómetros 
de diámetro [Rosano99]. Tiene un carácter muy básico, con un pI de 10.5 
[Green75], por lo que a pHs fisiológicos su superficie está cargada 
positivamente. Esta carga es el origen de su fuerte interacción con las 
superficies de mica, pudiendo llegar a recubrirlas por completo (Fig. 5.2C). En 
la Fig. 5.2D se muestra una curva de fuerza de aproximación para una punta 
de nitruro de silicio y una superficie de mica totalmente recubierta con 
moléculas de avidina. Se observa una fuerza EDC atractiva entre ambas que 
acaba por provocar una inestabilidad mecánica, resultando en el contacto entre 
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punta y muestra. Esta fuerza atractiva vuelve a coincidir con lo esperado a 
partir de la expresión de la teoría DLVO para la fuerza EDC entre una punta 
con carga negativa y una muestra con carga positiva. 
 
A partir de estos resultados se espera que si se visualiza una superficie 
cubierta parcialmente con moléculas de carga opuesta, la fuerza EDC sobre 
una punta de carga similar a la del substrato será atractiva sobre las zonas 
cubiertas con moléculas, y repulsiva sobre el substrato.  
 
Sin embargo, esto no es así en el caso de muestras de moléculas 
individuales y aisladas. El comportamiento en este caso se muestra en la Fig. 
5.3, donde se representan resultados obtenidos en el modo FSI para una 
muestra de moléculas individuales de avidina depositadas sobre una superficie 
de mica en tampón fosfato de sodio 10mM pH7 obtenido con una punta de 
nitruro de silicio. En la topografía obtenida durante este experimento, Fig. 5.3A, 
se pueden distinguir claramente las moléculas de avidina. En la Fig. 5.3B se 
muestra un perfil de altura a lo largo de una de estas moléculas. La altura de la 
molécula es de ~4.5nm, de acuerdo con el valor obtenido mediante 
cristalografía [Rosano99]. La anchura del perfil de la molécula se atribuye a 
efectos de dilación (sección 2.3.1.1).  En las figuras 5.3C y 5.3D se muestran 
curvas de fuerza de aproximación pertenecientes al mismo archivo FSI que la 
Fig. 5.A. La primera corresponde a una posición sobre la superficie de mica, 
mientras que la segunda se ha obtenido sobre una molécula de avidina. Sobre 
la mica se vuelve a observar la fuerza EDC repulsiva. Sin embargo, sobre la 
molécula la fuerza EDC continúa siendo repulsiva, y no atractiva como en el 
caso de la interacción con una superficie cubierta completamente por 
moléculas (Fig. 5.2D). Este comportamiento no es del todo inesperado. En 
efecto, la punta no interacciona sólo con un único punto de la muestra, sino 
que lo hace con un determinado área de la misma. La localización de la 
interacción ξ , un parámetro que proporciona una estimación del tamaño de 
este área, se puede expresar como ( )λξ DR +=  [Rohrer94], donde R  es el 
tamaño de la sonda, D  la separación entre las superficies, y λ  la longitud 
característica de la interacción entre ambas. En el experimento de la Fig. 5.3 la 
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punta, que ejerce de sonda, es mucho mayor que la molécula. No sólo eso, 
sino que además la interacción EDC es de largo alcance, con una longitud 
característica similar al tamaño de las propias moléculas. A partir de este 
razonamiento se deduce que la punta no sólo interacciona con la molécula, 
sino también con el substrato donde está depositada, lo que explica la fuerza 
EDC repulsiva observada sobre las moléculas. 
 
 
 
Figura 5.3.  Resultados correspondientes a una visualización en el modo FSI de una muestra 
de moléculas individuales de avidina sobre mica con una punta de nitruro de silicio en fosfato 
de sodio 10mM pH7. A) Imagen de topografía del archivo FSI. B) Perfil de topografía a través 
de una molécula de avidina. C) y D) Curvas de fuerza de aproximación pertenecientes al 
mismo archivo FSI que A). La primera corresponde a un punto de la superficie de mica alejado 
de las moléculas. La segunda se ha realizado sobre una molécula de avidina. 
 
 102 
5.4. Visualización en el modo jumping de moléculas de 
avidina en el régimen EDC repulsivo  
 
Los resultados de la sección anterior implican que es posible visualizar 
en el régimen EDC repulsivo una muestra con diferentes dominios cargados de 
forma opuesta. Para que esto sea posible, los dominios con carga opuesta a la 
de la punta deben tener un tamaño más pequeño que ésta. Esta condición se 
cumple para la mayoría de muestras de moléculas biológicas individuales 
depositadas sobre substratos planos, como son las moléculas de avidina sobre 
mica, siempre que la punta tenga una carga del mismo signo que el substrato.  
 
La fuerza a la que se establece contacto sobre las moléculas suele ser 
de unas pocas decenas de piconewtons. Por otro lado, el límite de resolución 
en fuerza del AFM, impuesto por las fluctuaciones térmicas, es de unos 20pN. 
Así, sólo se puede aplicar un rango muy pequeño de fuerzas durante la 
visualización en el régimen EDC repulsivo. Esto supone un problema, ya que la 
deflexión de los flejes está sujeta normalmente a una deriva. En efecto, 
durante la visualización de las muestras, la señal de control es la del fotodiodo. 
Debido a los efectos de deriva, aunque la intensidad sobre el fotodiodo se 
mantenga constante, ésta puede no corresponder a la misma deflexión, y por 
lo tanto a la misma fuerza aplicada. En nuestro sistema, la deriva de los flejes 
en situaciones óptimas es del orden de ~1-10pN/min. Esta deriva puede 
provocar que en pocos minutos la fuerza sobre la punta supere el valor del 
salto al contacto, lo que puede originar daños irreversibles en las superficies de 
punta y muestra. El contacto también puede modificar de forma irreversible la 
interacción entre ambas, llegando incluso a desaparecer la fuerza EDC 
repulsiva debido a un cambio en la carga en la superficie de la punta. 
 
Para resolver el problema de la deriva en la deflexión del fleje hemos 
operado el AFM en el modo jumping (JM, sección 2.3.3.2). El JM ha 
demostrado ser un modo muy poco invasivo para estudiar material biológico en 
medio líquido debido a su capacidad para ejercer fuerzas normales muy 
pequeñas, minimizando también las destructivas fuerzas laterales 
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[MorenoHerrero04a]. No sólo eso, si no que además el JM ofrece la posibilidad 
de corregir los efectos de la deriva en la deflexión del fleje. Como se ha 
explicado en la sección 2.3.3.2, en este modo se realiza una curva de fuerza 
para cada punto de la imagen. En el punto de la curva de mayor separación de 
la muestra se registra el valor de la señal sobre el fotodiodo, que corresponde 
a una fuerza cero sobre la punta. Una vez realizada la aproximación, se ajusta 
la posición de la muestra de modo que la diferencia entre la señal sobre el 
fotodiodo, y el valor de ésta registrada previamente lejos de la muestra, 
adquiera un valor prefijado. De esta forma, el JM se perfila como un modo muy 
estable durante la visualización de muestras en el régimen EDC repulsivo, 
debido a su capacidad para corregir efectos de deriva en la fuerza normal. 
 
En la Fig. 5.4 se demuestra la estabilidad del modo jumping durante la 
visualización en el régimen EDC repulsivo. En la Fig. 5.4A se representan dos 
curvas de fuerza de aproximación obtenidas sobre una muestra de moléculas 
de avidina sobre mica en tampón fosfato de sodio 10mM pH7 con una punta de 
nitruro de silicio. Las curvas han sido realizadas sobre la superficie de mica 
(curva azul) y sobre una molécula de avidina (curva roja). Al igual que en la 
Fig. 5.3, se observa una fuerza EDC repulsiva sobre las dos posiciones. 
Mientras que sobre la mica se establece contacto a una fuerza de ~90pN, 
sobre las moléculas de avidina este valor es de ~40pN. Por lo tanto, para 
visualizar toda la muestra en el régimen EDC repulsivo, la máxima fuerza 
aplicada debe estar por debajo de estos 40pN. En las figuras 5.4B-5.4E se 
representan imágenes de una muestra de avidinas sobre mica obtenidas 
operando en el modo jumping. La Fig. 5.4B se ha obtenido en el régimen EDC 
repulsivo, aplicando una fuerza de ~30pN. La operación en el modo jumping 
permite un control muy preciso de la fuerza aplicada como se muestra en la 
Fig. 5.4C. En la mitad superior de esta imagen se ha operado en el régimen 
EDC repulsivo, aplicando una fuerza de ~30pN. En la mitad de la imagen la 
fuerza se ha incrementado hasta un valor de ~110pN, pasando a operar en el 
régimen de contacto mecánico. Las imágenes 5.4D y 5.4E se han adquirido de 
forma consecutiva a la Fig. 5.4C operando en el régimen de contacto (fuerza 
de ~110pN).   Es   notorio   cómo   todas    las   moléculas   que   se   observan  
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Figura 5.4.  A) Curvas de fuerza sobre la mica (azul), y sobre una molécula de avidina (roja), 
correspondientes a la muestra de esta figura. Se puede observar que el salto al contacto sobre 
la mica ocurre a una fuerza de ~90pN, mientras que sobre la avidina este valor es de ~40pN.  
B) Moléculas de avidina sobre mica visualizadas operando en el modo jumping y aplicando 
una fuerza de ~30pN (régimen EDC repulsivo). C) Imagen de aproximadamente el mismo área 
de B), donde se ha cambiado la fuerza aplicada a mitad del barrido vertical. La parte inicial se 
ha tomado aplicando una fuerza de ~30pN. Este valor se cambia a ~110pN a mitad del barrido 
cambiando del régimen EDC repulsivo al régimen de contacto mecánico. D) Imagen del mismo 
área, esta vez aplicando una fuerza de ~110pN durante todo el barrido (régimen de contacto). 
E) Imagen obtenida de forma consecutiva a D) con los mismos parámetros de operación del 
microscopio. Tanto en D) como en E) se señala la posición ocupada por una molécula en la 
primera y que ha desaparecido en la segunda. En F) y G) se muestran perfiles de altura de los 
mapas B) y D) a lo largo de la misma molécula. Se observa mayor altura y menor anchura 
cuando la molécula es visualizada en el régimen de contacto. 
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visualizando en el régimen de contacto se observan también en el régimen 
EDC repulsivo. También se constata la baja invasividad de la visualización en 
este régimen con respecto al de contacto, así como la fiabilidad y estabilidad 
de la operación en el modo jumping. El mismo área se visualizó durante más 
de dos horas en el régimen EDC repulsivo sin observar ninguna modificación 
en la muestra o en la interacción EDC. Al poco tiempo de comenzar la 
visualización en el régimen de contacto se empieza a modificar la muestra de 
forma irreversible. En efecto, se puede observar cómo la molécula señalada en 
la Fig. 5.4D con una flecha desaparece en la imagen siguiente, Fig. 5.4E. No 
es extraña la baja invasividad de la operación en el régimen EDC repulsivo ya 
que, al no establecer contacto durante la visualización, se minimizan fuerzas 
tan destructivas para las muestras biológicas como la adhesión y las fuerzas 
laterales.  
 
Es importante mencionar también que la operación en el modo jumping 
ha permitido alcanzar frecuencias de barrido de ~360 píxeles/segundo, un 
valor mucho más alto que el que se ha obtenido mediante modos similares 
[Ludwig97; Miyatani97; Willemsen99b]. 
 
 
 
Figura 5.5. Curvas de fuerza obtenidas con una punta de nitruro de silicio sobre una superficie 
de mica en tampón fosfato de sodio 10mM pH7. A) Se alcanza el contacto mecánico entre las 
superficies de punta y muestra. Se observa también una fuerza de adhesión entre ambas 
durante la separación. B) Curva de fuerza sobre la misma posición de A). En este caso, en que 
la máxima fuerza aplicada está por debajo de aquella a la cual se establece contacto, no se 
observa ninguna adhesión.  
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La fuerza total que se ejerce sobre una muestra es la suma de la fuerza 
aplicada por el fleje y de la fuerza de adhesión entre punta y muestra, que 
dependerá de las interacciones entre ambas en las condiciones concretas de 
cada experimento. La fuerza de adhesión puede llegar a ser bastante mayor 
que la propia fuerza aplicada, pudiendo resultar especialmente destructiva. 
Experimentalmente hemos observado que, en la mayoría de los casos, la 
adhesión entre punta y muestra debe estar precedida por un contacto 
mecánico entre ambas (Fig. 5.5A). Cuando existe una interacción EDC 
repulsiva entre punta y muestra, y la máxima fuerza aplicada está por debajo 
del valor al cual se establece contacto, no se observa ninguna adhesión (Fig. 
5.5B). Así, la visualización en el régimen EDC repulsivo se postula como 
idónea para evitar este tipo de fuerzas. 
 
Otros efectos que se minimizan operando en el régimen EDC repulsivo 
son los generados por las fuerzas laterales. Mediante la operación en el modo 
jumping estos efectos se reducen de forma considerable, ya que los 
desplazamientos laterales de la punta se realizan de forma paralela a la 
muestra en el punto de mayor separación entre ambas, mientras que los 
desplazamientos hacia la muestra se realizan de forma perpendicular al plano 
medio de la misma. Sin embargo, las fuerzas laterales pueden aparecer si, 
debido a la rugosidad de la muestra, el plano de contacto es exactamente 
perpendicular a la dirección vertical de desplazamiento de la punta. Esta 
situación se representa en la Fig. 5.6A para el caso de una molécula 
depositada sobre una superficie. Como se muestra en la figura, si la 
interacción de la molécula con la superficie no es lo suficientemente fuerte, las 
fuerzas laterales pueden provocar un desplazamiento de la molécula, o incluso 
un daño irreversible en la misma [MorenoHerrero00]. Este desplazamiento se 
puede observar también en las curvas de fuerza. Una de estas curvas, 
realizada en el borde de una molécula de avidina depositada sobre mica, se 
muestra en la Fig. 5.6B. Cerca de la molécula se observa una fuerza EDC 
repulsiva. A partir de una fuerza de ~50pN la dependencia de la fuerza con el 
desplazamiento de la muestra cambia bruscamente, indicando el contacto 
mecánico entre punta y molécula. A una fuerza de ~170pN la punta salta de 
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repente hacia la muestra una distancia aproximada de 3nm, para luego volver 
a interaccionar de forma repulsiva. Este salto, que corresponde al 
desplazamiento de la molécula a causa de la fuerza lateral, ocurre a fuerzas 
con valores muy dispersos, aunque siempre en torno a unos 100-200pN, y 
siempre después de que se establezca contacto. 
 
 
 
Figura 5.6. A) Representación de uno de los efectos que pueden originar las fuerzas laterales 
sobre moléculas biológicas: su desplazamiento. B) Curva de fuerza de aproximación realizada 
sobre el borde de una molécula de avidina. A una fuerza de ~170pN se observa un salto de la 
punta hacia la muestra de ~3nm que corresponde al desplazamiento lateral de la molécula a 
causa de la fuerza lateral. C) Imagen de topografía en JM de una muestra de moléculas de 
avidina depositadas sobre mica en tampón fosfato de sodio 10mM pH7. La imagen se ha 
obtenido en el régimen EDC repulsivo aplicando una fuerza de ~30pN. D) Imagen obtenida de 
forma consecutiva a C), mostrando el mismo área de la muestra. Durante esta imagen se ha 
operado en el régimen de contacto mecánico aplicando una fuerza de ~130pN. Se puede 
observar el desplazamiento de algunas moléculas en la izquierda de la imagen debido al 
efecto de las fuerzas laterales. 
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El efecto de los desplazamientos laterales de las moléculas provocados 
por las fuerzas laterales se muestra también en las imágenes 5.6C y 5.6D, de 
moléculas de avidina sobre mica obtenidas en modo jumping. La primera se ha 
obtenido operando en el régimen EDC repulsivo aplicando una fuerza de 
~30pN. El mismo área se visualizó varias veces sin observar ninguna 
modificación en la muestra. La Fig. 5.6D se obtuvo de forma consecutiva a la 
Fig. 5.6C, pero incrementando la fuerza aplicada a ~130pN. Se observa como 
ya, a esta fuerza, algunas moléculas de la parte superior izquierda de la 
imagen se desplazan durante el barrido como efecto de las fuerzas laterales. 
 
5.5. Dependencia de la altura de las moléculas con la 
longitud de Debye 
 
Una imagen de AFM sólo representa la topografía de la muestra en el 
caso de que su interacción con la punta sea homogénea sobre toda la 
superficie. Si éste no es el caso, la imagen contiene información tanto de la 
altura de la muestra, como de su interacción con la punta. 
 
En trabajos previos sobre la visualización en el régimen EDC ya se 
observó una diferencia entre las alturas de ciertas muestras obtenidas 
operando en el régimen de contacto y en el régimen EDC [Muller97]. En 
nuestro caso hemos observado el mismo fenómeno para las moléculas de 
avidina sobre mica. Como se muestra en la Fig. 5.4, los perfiles de altura a lo 
largo de una misma molécula operando en el régimen EDC repulsivo (Fig. 
5.4F), y en el régimen de contacto (Fig. 5.4G), tienen alturas y anchuras 
diferentes. El incremento del ancho de las moléculas visualizadas en el 
régimen EDC se debe a que la interacción EDC tiene un alcance mucho mayor 
que la interacción de contacto mecánico. Por lo tanto, la punta y la molécula 
interaccionan a separaciones mayores mediante una fuerza EDC que mediante 
una fuerza de contacto mecánico. La diferencia en la altura es una 
consecuencia directa del hecho de que el AFM es sensible a la carga de una 
sola molécula como se explica a continuación. 
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Supongamos una molécula de altura h  depositada sobre un substrato 
plano con densidad de carga superficial substratoσ  (Fig. 5.7A). Durante la 
visualización en modo jumping el parámetro de control es la fuerza normal 
aplicada aplicadaF , cuyo valor será el mismo sobre el substrato y sobre la 
molécula. Sin embargo, la distancia de la muestra a la cual se ejercerá esta 
fuerza será diferente sobre la molécula, moleculaz , que sobre el substrato susbtratoz . 
La altura de la molécula en la imagen de AFM será entonces la diferencia entre 
estas dos distancias susbtratomolecula zzz −=Δ . Durante la visualización en el 
régimen EDC, la fuerza entre punta y muestra se puede expresar como 
( ) ( )DEDC zFzF λ−⋅= exp0  (Ec. 3.29). Por lo tanto, durante el barrido: 
 
( )
D
molecula
D
m hz
molecula
z
substratoaplicada eFeFF
λλ
−−− ⋅=⋅= 00     
εσσπλ substratopuntaDsubstrato RF 40 =   
εσσπλ moleculapuntaDmolecula RF 40 =                    Ec. 5.2 
 
donde R  y puntaσ  son el radio efectivo y la densidad de carga superficial de la 
punta. En este caso, moleculaσ  no representa la densidad de carga de la 
molécula, sino la densidad de carga efectiva del área de la muestra que 
interacciona con la punta, que en la mayoría de ocasiones será mayor al que 
que ocupa la molécula. A partir de la Ec. 5.2 se obtiene la siguiente expresión 
para zΔ : 
 
hz
substrato
molecula
D +=Δ σ
σλ ln       Ec. 5.3 
 
La Ec. 5.3 predice una dependencia lineal para la altura de las 
moléculas visualizadas en el régimen EDC con la longitud de Debye. Esta 
dependencia se ha comprobado experimentalmente. En la Fig. 5.7B se 
representan los valores medios de la altura que presentan las moléculas de 
avidina visualizadas en el régimen EDC frente a la longitud de Debye de los 
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distintos medios en los que se han obtenido estos valores (tampón fosfato de 
sodio pH7 a diferentes concentraciones). En la misma figura también se 
representa un ajuste de los datos a la Ec. 5.3 (un ajuste lineal). La calidad del 
ajuste es evidente. Si éste se extrapola hasta 0=Dλ , se obtiene un valor para 
h  de 5nm, valor que coincide con el diámetro de la avidina. Más aún, a partir 
de la pendiente del ajuste se puede estimar que la densidad de carga efectiva 
de la muestra que interacciona con la punta cuando ésta está sobre las 
moléculas es aproximadamente la mitad que cuando está sobre el substrato. 
Estos resultados demuestran la validez de la Ec. 5.3 para interpretar las 
imágenes obtenidas en el régimen EDC repulsivo.  
 
 
 
Figura 5.7. A) Dibujo explicativo de la dependencia de la altura de una molécula obtenida en 
régimen de contacto y de no contacto. B) Representación de la altura de las moléculas de 
avidina en función de λD para distintas concentraciones de tampón fosfato de sodio pH7. Se 
muestra también el ajuste lineal de los datos. El valor de la altura extrapolado hasta λD=0 es de 
5nm, valor que coincide con el obtenido a partir de datos de cristalografía [Rosano99]. 
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5.4. Resumen 
 
En este capítulo se ha presentado un método para visualizar moléculas 
biológicas individuales en medio líquido con AFM en el que no se establece 
contacto mecánico entre punta y muestra. Este método consiste en barrer la 
muestra con la punta a una distancia de la superficie tal que ambas sólo 
interaccionen a través de una fuerza EDC. Si la fuerza EDC entre la punta y el 
substrato donde están depositadas las moléculas es repulsiva, la fuerza EDC 
sobre las moléculas también será repulsiva si éstas son más pequeñas que la 
punta. Este fenómeno, que permite visualizar toda la muestra sin establecer 
contacto mecánico en ningún momento, se ha aplicado al estudio de moléculas 
de avidina depositadas sobre superficies de mica. 
 
Desde un punto de vista más técnico, se ha demostrado que el modo 
jumping proporciona una gran estabilidad a la visualización en el régimen EDC 
repulsivo. Esta estabilidad es una consecuencia de la capacidad del modo 
jumping para corregir, en la fuerza aplicada durante la visualización, los efectos 
de la deriva en la deflexión del fleje. No sólo eso, sino que además operando 
en este modo hemos alcanzado fácilmente frecuencias de barrido de ~360 Hz, 
mucho más altas que en modos de operación similares. 
 
Finalmente, también se ha analizado la topografía de las imágenes 
obtenidas en el régimen EDC repulsivo. Se ha observado una diferencia entre 
la altura de las moléculas obtenidas en este régimen y en el de contacto 
mecánico. Se ha desarrollado un sencillo modelo que explica esta diferencia 
de altura. Este modelo predice una dependencia en la diferencia de alturas con 
la longitud de Debye del medio, dependencia que se ha verificado 
experimentalmente. Este modelo permite una correcta interpretación de las 
imágenes obtenidas en el régimen EDC repulsivo, pero también implica que el 
AFM es sensible a la carga de una sola molécula tan pequeña como la avidina. 
Esta característica incentivó el trabajo del siguiente capítulo, en el que se 
explota la capacidad del AFM para caracterizar, mediante una interacción 
electrostática, superficies en medio líquido con una resolución de nanómetros.  
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6. Visualización e interpretación de fuerzas EDC 
sobre moléculas biológicas individuales 
 
6.1. Introducción 
 
Como se ha explicado en capítulos anteriores, la mayoría de las 
superficies adquieren una carga en presencia de disoluciones acuosas de 
iones. Sobre la superficie se forma una nube de iones en rápido movimiento 
térmico que contrarresta su carga: la doble capa electrostática (EDC). Cuando 
dos superficies se aproximan en estas condiciones, se origina una fuerza 
debida al solapamiento de las correspondientes dobles capas, la fuerza 
electrostática de doble capa o fuerza EDC [Israelachvili91]. 
 
Los primeros trabajos en los que las interacciones EDC se 
caracterizaron, tanto experimentalmente como de forma teórica, se realizaron 
dentro del campo de la ciencia de coloides [Derjaguin41; Verwey48]. Sin 
embargo, pronto quedó claro que las fuerzas EDC también tenían una gran 
importancia en muchos procesos biológicos. Esto se debe a su largo alcance y 
al hecho de que la mayoría de las moléculas biológicas, como los ácidos 
nucleicos o las proteínas, adquieren una carga en presencia de disoluciones 
acuosas de iones. Algunos ejemplos de procesos biológicos donde las fuerzas 
EDC tienen especial importancia son la adhesión celular [Hermansson99], la 
estabilidad de la estructura de las proteínas [Perutz78], la condensación del 
ADN [Besteman07], y las interacciones entre proteínas [Sheinerman00], 
proteínas y membranas [Mulgrew06], o proteínas y ADN [Misra98].  
 
Dada la presencia tan amplia que tienen las fuerzas EDC en los 
procesos biológicos, existe un gran interés en aquellas técnicas experimentales 
que permiten su estudio. La electroforesis, por ejemplo, permite estudiar el 
estado de carga promedio de las moléculas biológicas. Sin embargo, muy 
pocas permiten el estudio de la distribución de la carga sobre una superficie, 
una información muy importante para interpretar y comprender correctamente 
las interacciones EDC. En efecto, el hecho de que la carga sobre una superficie 
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se distribuya formando distintos dominios, y no de forma homogénea, tiene un 
gran efecto en la fuerza EDC macroscópica con otras superficies. No sólo eso, 
sino que la rugosidad de las superficies también ejerce una gran influencia 
sobre esta fuerza. Diferentes trabajos teóricos que han considerado estos dos 
factores han generado resultados más acordes con los observados 
experimentalmente que los que se obtienen suponiendo una distribución 
homogénea de la carga [Elimelech90; Hoek06]. 
 
El AFM se perfila como una técnica idónea para obtener mapas de 
distribución de la carga sobre una superficie. Por un lado, se puede emplear 
para estimar la carga de forma muy local realizando curvas de fuerza. Esta 
faceta permite detectar dominios de carga con tamaños de nanómetros. Por 
otro lado, su capacidad para visualizar superficies permite estudiar también la 
influencia de la rugosidad de la muestra en la fuerza EDC.  
 
Como se ha demostrado en los dos capítulos anteriores, la operación en 
el modo FSI proporciona una resolución suficiente como para detectar, tanto en 
las imágenes de topografía como en la interacción EDC a partir de las curvas 
de fuerza, moléculas como el ADN (capítulo 4), o pequeñas proteínas 
globulares como la avidina (capítulo 5). Así, el AFM permite la caracterización 
electrostática de las unidades estructurales básicas de las superficies 
biológicas. Aunque el uso del AFM para caracterizar la carga electrostática de 
superficies biológicas tiene ya un largo recorrido [Butt92], la fuerza EDC sobre 
moléculas biológicas individuales no se había estudiado hasta los experimentos 
realizados en esta tesis. Para ello se necesitó además una teoría que 
permitiese la interpretación de los resultados.  
 
Como se ha demostrado, la fuerza EDC sobre una molécula individual 
tiene una contribución importante por parte del substrato sobre el que está 
depositada. Esta observación entra dentro de lo esperado, al ser la punta 
mucho mayor que la molécula, y al ser la interacción EDC de largo alcance. 
Pero por otro lado, este fenómeno implica que las expresiones desarrolladas en 
el capítulo 3 para la fuerza EDC, en las que se considera una superficie plana y 
homogénea, no se pueden aplicar en esta situación. Esta dificultad para 
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interpretar las fuerzas EDC tiene otra consecuencia: no existe un método 
estándar para construir imágenes del estado de carga de una superficie cuando 
ésta contiene inhomogeneidades más pequeñas que la punta, como son las 
moléculas biológicas individuales. 
 
En este capítulo se ha desarrollado un sencillo modelo para interpretar la 
fuerza EDC entre la punta y moléculas biológicas a partir de curvas de fuerza. 
Este modelo, en el que también se tiene en cuenta la fuerza entre la punta y el 
substrato que rodea a la molécula, se ha utilizado para interpretar la fuerza 
EDC sobre moléculas individuales como ADN o avidina, algo que también ha 
permitido estimar la carga de estas moléculas. Se propone también una 
estrategia para construir mapas del estado de carga de una superficie a partir 
de visualizaciones en el modo FSI: los mapas iso-distancia. Finalmente se 
estudia la resolución lateral que se puede alcanzar con esta técnica. 
 
6.2. Marco teórico 
 
Como se ha demostrado (sección 3.3.3), la fuerza EDC entre una punta 
de AFM y un substrato plano se puede expresar como una función que decae 
exponencialmente con la distancia (Ec. 3.29). Esta expresión considera la 
muestra como plana y con una distribución de carga homogénea. Sin embargo, 
éste no es el caso cuando la fuerza se mide sobre una molécula más pequeña 
que la punta. Se ha observado que, en esta situación, la fuerza EDC tiene una 
importante contribución por parte del substrato sobre el que está depositada la 
molécula (sección 5.3).  
 
En esta sección se desarrolla un modelo para la fuerza EDC entre punta 
y muestra, cuando esta última consiste en moléculas individuales depositadas 
sobre superficies. El modelo tiene en cuenta el hecho de que la punta 
interacciona tanto con la molécula como con el substrato, así como el hecho de  
que la distancia que separa la punta del substrato, psD , es diferente de la que 
separa a la punta de la molécula, pmD .   
 
 116 
Para el desarrollo del modelo se ha empleado una estrategia muy 
común, a la vez que sencilla, donde la fuerza EDC ejercida sobre una 
superficie por otras dos o más superficies se expresa como una superposición 
lineal de las fuerzas entre cada par de superficies [Suresh96; Muller99; Das05; 
Hoek06]. Bajo esta aproximación, la fuerza EDC total ejercida sobre la punta, 
TF , se puede expresar como la suma  de las fuerzas entre la punta y el 
substrato, psF , y entre la punta y la molécula, pmF .  
 
)()(),( pmpmpspspspmT DFDFDDF +=    Ec. 6.1 
 
donde psD  y pmD  son las distancias entre punta y substrato, y entre punta y 
molécula, respectivamente. Con el objetivo de obtener expresiones para las 
dos componentes de la fuerza, se ha partido de la energía de interacción EDC 
por unidad de área entre dos superficies planas separadas una distancia D  
[Israelachvili91]: 
 
( ) DDDEDC eDW λε
λσσ −= 212      Ec. 6.2 
 
Si se utiliza la aproximación de Derjaguin (Ec. 3.4) para calcular la fuerza 
EDC entre una superficie esférica y una superficie plana, ( ) ( )DRWDF π2= , se 
obtiene la misma expresión que en la Ec. 3.29 
 
D
D
Dspp
ps e
R
DF λε
λσσπ −= 4)(      Ec. 6.3 
 
donde pR  es el radio de la punta, ε  la constante dieléctrica del medio, Dλ  la 
longitud de Debye, y pσ  y sσ  las densidades de carga superficiales de punta y 
substrato respectivamente. Dado que esta expresión ha demostrado ajustarse 
muy bien a las curvas de fuerza obtenidas sobre superficies planas (sección 
3.3.3), se decidió utilizarla para expresar la fuerza EDC entre la punta y el 
substrato sobre el que están depositadas las moléculas.  
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En el caso de que las curvas de fuerza se  realicen sobre moléculas, la 
muestra ya no se puede considerar como un plano. Con el objetivo de 
continuar utilizando expresiones fáciles de manejar, se han considerado las 
moléculas como esferas. La fuerza entre punta y molécula se puede calcular 
entonces a partir de la aproximación de Derjaguin para la fuerza entre dos 
esferas de radios 1R  y 2R  (Ec. 3.4): ( ) ( )[ ] ( )DWRRRRDF ⋅+= 21212π . Así, la 
fuerza EDC entre una punta de radio pR , y una molécula de radio mR , se 
expresa como: 
 
( ) DD
mp
Dmpmp
pm eRR
RR
DF λε
λσσπ −
+= )(
4
    Ec. 6.4 
 
En el caso de que la punta sea mucho mayor que la molécula, mp RR >> , 
la Ec. 6.4 se puede aproximar como:  
 
( ) DDDmpmpm eRDF λε
λσσπ −= 4     Ec. 6.5 
 
Esta expresión para la fuerza EDC entre punta y molécula tiene la 
misma forma que la Ec. 6.3 para la fuerza entre la punta y el substrato, pero en 
este caso es la punta la que se considera como un plano en comparación con 
la molécula. La ventaja principal de realizar esta aproximación es que el radio 
de la punta, un parámetro extremadamente difícil de determinar, ya no aparece 
en la expresión para la fuerza.  
 
La fuerza EDC total entre punta y muestra, cuando ésta consiste en una 
molécula depositada sobre una superficie, se expresa entonces como la suma 
de las fuerzas de las Ecs. 6.3 y 6.5: 
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Según esta expresión, la fuerza EDC depende de dos distancias 
diferentes: la distancia entre punta y substrato, psD , y la distancia entre punta y 
molécula, pmD . Para facilitar la comparación entre el modelo con las medidas 
experimentales de la fuerza, se ha utilizado un sistema de coordenadas 
cilíndricas ya que el sistema presenta una simetría axial (Fig. 6.1). El origen de 
coordenadas se sitúa en el punto de contacto de la molécula con el substrato. 
En esta representación, la distancia entre punta y molécula, pmD , se puede 
expresar en términos de la distancia lateral entre ambas pmρ , y de la distancia 
vertical entre la punta y el substrato, psz , que en este caso es igual a la 
distancia total entre ambos, psps Dz = . La distancia entre punta y molécula se 
expresa entonces como: 
 
)()( 22 mpmppspmpm RRRRzD +−−++= ρ    Ec. 6.7 
 
Sustituyendo pmD  en la Ec. 6.6 se obtiene la siguiente expresión para la 
fuerza EDC total entre punta y muestra: 
 
( )⎥⎦⎤⎢⎣⎡ +−−++−+⎥⎦⎤⎢⎣⎡−= )()(1expexp),( 2200 mpmppspmDpmDpspspmpsT RRRRzFzFzF ρλλρ
 
Ec. 6.8 
 
A simple vista se pueden observar dos características importantes de 
esta expresión. La primera es que la contribución a la fuerza por parte del 
substrato es independiente de la posición lateral. La segunda es que la 
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contribución a la fuerza por parte de la molécula adquiere su mayor valor 
absoluto sobre la molécula, y que decae rápidamente hacia cero lejos de ella.  
 
 
 
Figura 6.1. Dibujo explicativo donde se representa una punta esférica interaccionando con una 
molécula también esférica depositada sobre un substrato plano. 
 
6.3. Estudio de fuerzas EDC sobre moléculas 
biológicas individuales a partir de curvas de fuerza 
 
6.3.1. Curvas de fuerza sobre las moléculas 
 
El resultado de una curva de fuerza es una medida de la fuerza para 
diferentes distancias a la muestra, sobre un punto fijo de la misma. Es 
interesante, por lo tanto, estudiar la expresión para la fuerza EDC de la Ec. 6.8 
para valores fijos de la posición lateral, pmρ . Para ello, se plantean las dos 
situaciones extremas: la fuerza sobre el centro de la molécula, 0=pmρ , y la 
fuerza lejos de ella, ∞→pmρ . Si la punta está muy alejada de la molécula, la 
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fuerza a lo largo de la dirección normal a la muestra, psz , se reduce a la fuerza 
entre la punta y el substrato: 
 
( ) DpszpspmpsT eFzF λρ −⋅=∞→ 0,,            Ec. 6.9 
 
Por otro lado, sobre las moléculas la Ec. 6.8 se reduce a: 
 
( ) DpsDmD mpsDps zRpmps
Rz
pm
z
pspmpst eeFFeFeFzF
λλλλρ −
−−− ⋅⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛ ⋅+=⋅+⋅==
2
00
2
000,      Ec. 6.10 
 
Tanto sobre la molécula, como lejos de ella, la fuerza decrece 
exponencialmente con la distancia entre la punta y el substrato, psz . También 
en ambos casos la fuerza decrece con la misma longitud característica, que es 
igual a la longitud de Debye, Dλ . El efecto de la molécula sobre la interacción 
EDC entre punta y muestra consiste en modificar la amplitud de la fuerza. Lejos 
de la molécula esta amplitud es 0psF . Sobre la molécula, la amplitud de la 
fuerza conserva la contribución por parte del substrato, 0psF , que se suma a la 
contribución por parte de la molécula, 0pmF ( )DmR λ2exp . Este último parámetro, 
( )DmR λ2exp , corrige el hecho de que la fuerza entre punta y molécula 
depende realmente  de la separación entre ambas, pmD , y no de psz . 
 
A partir de las Ecs. 6.9 y 6.10 se puede deducir que, si la molécula tiene 
la misma carga que el substrato sobre el que está depositada,  el valor absoluto 
de la fuerza será mayor sobre la molécula que sobre el substrato. Es decir, si la 
fuerza punta-muestra es repulsiva sobre el substrato, lo será aún más sobre la 
molécula. En cambio, si la fuerza es atractiva sobre el substrato, será aún más 
atractiva sobre la molécula. Por el contrario, la amplitud de la fuerza sobre las 
moléculas se desplaza hacia valores opuestos a los que adquiere lejos de la 
misma si molécula y substrato tienen cargas opuestas. Este es el caso de las 
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muestras con las que se ha trabajado hasta ahora: ADN sobre poli-L-lisina, y 
moléculas de avidina sobre mica.  
 
6.3.2. Estimación de la carga de las moléculas a partir de las 
curvas de fuerza 
 
Las medidas de fuerza no constituyen por sí solas una caracterización 
intrínseca de una muestra, sino de su interacción con una sonda, que en el 
caso del AFM es la punta. Para obtener información sobre propiedades de la 
muestra, las medidas experimentales de fuerza se deben comparar con 
expresiones que relacionen ambas magnitudes. 
 
La propiedad de una superficie que determina la fuerza EDC con una 
punta de AFM es la carga electrostática. Esta propiedad está dentro de las 
expresiones para la fuerza EDC desarrolladas en este capítulo en la forma de 
la densidad de carga superficial, sσ . Para el caso de superficies planas es 
sencillo estimar la densidad de carga. Basta con realizar una curva de fuerza, 
transformarla en una representación de fuerza frente a distancia (sección 
2.3.2.1), y ajustarla a una función exponencial (Ec. 3.29; Ec. 6.3). A partir del 
ajuste se obtiene la longitud característica, Dλ , y la amplitud de la fuerza EDC, 
0psF , que es a su vez proporcional a la densidad de carga de la superficie sσ . 
Por lo tanto, una vez conocidos  0psF  y Dλ , se puede obtener sσ  a partir de la 
expresión: 
 
Dpp
ps
s R
F
λσπ
εσ
4
0=       Ec. 6.11 
 
Entre los parámetros de la expresión anterior, los más difíciles de 
estimar son el radio y la densidad de carga de la punta. A partir de ahora se 
utilizará el valor estimado por el fabricante para el radio de las puntas 
empleadas, que en todos los casos ha sido de nmRp 20≈ . Por otro lado, todos 
los experimentos de esta tesis se han realizado con puntas de nitruro de silicio. 
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La determinación de la densidad de carga superficial de este tipo de puntas ha 
sido un problema desde las primeras medidas de fuerza EDC en AFM, ya que 
está muy influenciada por las condiciones de fabricación [Butt05]. A partir de 
ahora se utilizará el valor obtenido en el Anexo B.1, que es de 
2012.0 −−≈ Cmpσ . 
 
Al igual que es posible estimar la densidad de carga de superficies 
planas realizando curvas de fuerza, también es posible estimar la de moléculas 
depositadas sobre este tipo de superficies. En principio, una curva de fuerza 
sobre la molécula se debe interpretar en base a la Ec. 6.10. Pero para ello, 
primero hay que transformar las curvas de fuerza experimentales en una  
representación de fuerza frente a distancia entre punta y substrato psz . Para 
ello, primero se transforma la curva en una representación de la fuerza frente a 
la distancia entre punta y muestra, para después desplazar todos los puntos de 
la curva una distancia igual a la altura del punto sobre el que se ha realizado la 
curva. 
 
Una  curva de fuerza frente a distancia entre punta y substrato realizada 
sobre una molécula se puede ajustar directamente a la Ec. 6.10. Según esta 
ecuación, la amplitud obtenida para la fuerza a partir del ajuste, ,0mF  se puede 
expresar como ( )Dmpmpsm RFFF λ2exp000 ⋅+= . Los parámetros 0psF  y Dλ  se 
pueden conocer a partir de ajustes a la Ec. 6.9 de curvas realizadas sobre el 
substrato lejos de las moléculas. El radio de la molécula, mR , se puede 
obtener, si no se conoce, a partir de la imagen de topografía. Por lo tanto, una 
vez conocida ,0mF  es inmediato obtener 0pmF  como:  
 
( ) DmRpsmpm eFFF λ2000 −⋅−=       Ec. 6.12 
 
De forma similar a como se ha hecho para superficies planas, se puede 
estimar la densidad de carga de la molécula, mσ , a partir de la amplitud de la 
fuerza EDC entre punta y molécula, 0pmF , ya que a partir de la Ec. 6.5: 
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Dpm
pm
m R
F
λσπ
εσ
4
0=        Ec. 6.13 
 
Según estas expresiones, es posible obtener la carga de moléculas 
biológicas individuales realizando curvas de fuerza sobre ellas. Esta posibilidad 
se estudia de forma más concreta en las secciones siguientes para moléculas 
de ADN y para moléculas de avidina. 
 
6.3.3. Fuerza EDC sobre moléculas de ADN 
 
Las expresiones que se han desarrollado para la fuerza EDC predicen, 
de acuerdo con observaciones experimentales (Fig. 5.3), una gran 
dependencia con la posición relativa entre punta y molécula. Así, el modo FSI 
se perfila como idóneo para llevar a cabo este tipo de medidas, ya que, a partir 
de la imagen de topografía, se conoce de forma muy exacta la posición de la 
muestra sobre la que se ha realizado cada curva de fuerza. En esta sección se 
estudian curvas de fuerza sobre moléculas de ADN, obtenidas en el modo FSI, 
en función de las expresiones para la fuerza EDC desarrolladas en este 
capítulo. En la Fig. 6.2A se muestra una imagen de topografía, obtenida 
operando en el modo FSI, de una molécula de ADN depositada sobre una 
superficie de mica recubierta con poli-L-lisina. La imagen se ha obtenido en KCl 
1.5mM pH7 con una punta de nitruro de silicio.  
 
En la Fig. 6.2B se muestran dos curvas de fuerza frente a la distancia 
entre punta y substrato, pertenecientes al mismo archivo FSI que la Fig. 6.2A, 
realizadas sobre un punto de la mica alejado de la molécula (flecha azul en la 
Fig. 6.2A), y sobre una de las moléculas (flecha roja en la Fig. 6.2A). Se 
representan también los ajustes de las curvas sobre el substrato y sobre la 
molécula a las Ecs. 6.9 y 6.10 respectivamente. En efecto, se ha decidido 
considerar el ADN como una esfera, a pesar de que se parece más a un 
cilindro. Aunque se han desarrollado expresiones para la fuerza EDC entre una 
esfera y un cilindro [Gu00], en éstas intervienen integrales que deben 
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resolverse numéricamente. Esto supone una desventaja frente a las 
expresiones para las geometrías esfera-esfera y esfera-plano, que tienen 
expresiones analíticas y fáciles de utilizar. Más aún, los valores de fuerza EDC 
para la geometría esfera-cilindro obtenidos a partir de las expresiones de 
[Gu00], y los obtenidos a partir de la Ec. 6.5, utilizando en ambos casos valores 
de carga y tamaño típicos para el ADN y para las puntas de AFM, no difieren 
en más de un ~15%.  
 
 
 
Figura 6.2. A) Topografía de una molécula de ADN depositada sobre un substrato de poli-L-
lisina obtenida en KCl 1.5mM pH7, con una una punta de nitruro de silicio, y operando en el 
modo FSI. B) Curvas de fuerza frente a distancia entre punta y substrato, correspondientes al 
mismo archivo FSI que A). Las curvas se han realizado sobre la superficie de poli-L-lisina 
(flecha azul en la topografía), y sobre la molécula de ADN (flecha roja en la topografía). C) 
Imagen de topografía de la misma muestra que en A), obtenida también en el modo FSI y con 
la misma punta de nitruro de silicio, pero en esta ocasión en tampón fosfato de sodio 10mM 
pH7. D) Curvas de fuerza frente a distancia entre punta y substrato, correspondientes al mismo 
archivo FSI que C), realizadas sobre el substrato y sobre la molécula (flechas azul y roja en A) 
respectivamente). Tanto en B) como en D) se representan también los ajustes a las Ecs. 6.9 y 
6.10. 
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La fuerza EDC sobre la poli-L-lisina es atractiva, como es de esperar 
debido a la carga negativa de la punta y a la carga positiva de la muestra. A 
partir del ajuste a la Ec. 6.9 de múltiples curvas de fuerza sobre la superficie de 
poli-L-lisina, correspondientes al mismo archivo FSI que las Figs. 6.2A y 6.2B, 
se obtiene un valor para la longitud de Debye de nmD 26 ±=λ , valor similar al 
esperado a partir de la Ec. 3.20, que es de 8.3nm. A partir del ajuste también 
se obtiene un valor para la amplitud de la fuerza entre punta y substrato de 
pNFps 201100 ±−= .  
 
En la curva realizada sobre la molécula de ADN de la Fig. 6.2B también 
se observa una fuerza EDC atractiva, en contraste con la fuerza EDC repulsiva 
esperada entre punta y molécula cuando ambas están cargadas 
negativamente. Este comportamiento confirma una fuerte contribución por parte 
del substrato. El ajuste de las curvas realizadas sobre la molécula a la 
expresión exponencial para la fuerza de la Ec. 6.10 proporciona unos valores 
medios para la amplitud y para la longitud característica de la fuerza de 
pNFm 16350 ±−=  y nmD 37 ±=λ  respectivamente. Esta longitud, que según la 
Ec. 6.9 es igual a la longitud de Debye, es prácticamente la misma que sobre la 
superficie de poli-L-lisina. Este resultado avala el modelo empleado, ya que, 
según la Ec. 3.20, la longitud de Debye sólo depende de la composición del 
líquido en el que interaccionan las superficies. Una vez conocidos 0psF , Dλ  y 
0mF , se puede obtener la amplitud de la fuerza EDC entre punta y molécula, 
0pmF , a partir de la Ec. 6.12. Para ello, se asigna un valor al radio efectivo de la 
molécula, mR ,  igual al radio del corte transversal de la doble hélice, 1nm. De 
esta forma se obtiene un resultado de pNFpm 500 ≈ . Este valor para la amplitud 
de la fuerza EDC entre punta y molécula, que refleja su naturaleza repulsiva, 
está de acuerdo con el hecho de que ambas están cargadas negativamente. 
Más aún, a partir de la Ec. 6.13 se puede estimar la carga de la molécula de 
ADN, obteniéndose un valor de 204.0 −−≈ Cmmσ . Este valor, aunque algo más 
pequeño, es del mismo orden de magnitud que el esperado, que es de 
215.0 −− Cm  (Anexo B.4).  
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Como hemos visto, las fuerzas EDC sobre moléculas de ADN en KCl 
1.5mM se pueden explicar en base al modelo propuesto. Pero para confirmar 
su validez, éste debe estar también de acuerdo con las medidas 
experimentales de fuerzas en otras disoluciones. Para ello se ha estudiado la 
misma muestra de la Fig. 6.2A, también con la misma punta de nitruro de 
silicio, pero en esta ocasión en fosfato de sodio 10mM pH7. En la Fig. 6.2C se 
representa una imagen de esta muestra, obtenida operando en el modo FSI. 
En la Fig. 6.2D se representan dos curvas de fuerza, correspondientes al 
mismo archivo FSI que la Fig. 6.2C, realizadas sobre la superficie de poli-L-
lisina y sobre la molécula de ADN, junto con los ajustes de estas curvas a las 
Ecs. 6.9 y 6.10 respectivamente. 
 
Se puede observar en la Fig. 6.2D cómo en fosfato de sodio 10mM la 
fuerza EDC sobre la poli-L-lisina también es atractiva, al igual que ocurre en 
KCl 1.5mM. Sin embargo, también se observa que la fuerza es menos 
atractiva. En efecto, el ajuste a la Ec. 6.9 de las curvas realizadas sobre el 
substrato de la Fig. 6.2C, da una fuerza entre punta y substrato de 
pNFps 39880 ±−= , valor más pequeño que el obtenido para el caso anterior. 
Este comportamiento es el esperado, ya que, según la Ec. 6.6, 0psF  varía de 
forma proporcional a Dλ , parámetro que se ha reducido con el cambio de 
líquido. En efecto, a partir de las curvas realizadas sobre el substrato en fosfato 
de sodio 10mM se obtiene un valor para la longitud de Debye de nmD 12 ±=λ , 
de acuerdo con el valor de 2.3nm esperado a partir de la Ec. 3.20.  
 
Estudiamos ahora la forma de la fuerza EDC sobre la molécula de ADN 
en fosfato de sodio 10mM, que, como se observa en la Fig. 6.2D, es repulsiva. 
El ajuste de las curvas realizadas sobre la molécula a la Ec. 6.10 proporciona 
unos valores para la amplitud de la fuerza y para la longitud de Debye de 
pNFm 20500 ±=  y de nmD 8.19.2 ±=λ  respectivamente. A partir de estos 
valores, y de la Ec 6.12, se obtiene un valor para la amplitud de la fuerza EDC 
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entre punta y molécula de pNFpm 150 ≈ . Esta amplitud permite a su vez estimar 
la densidad de carga de la molécula a partir de la Ec. 6.13, lo que proporciona 
un valor de 204.0 −−≈ Cmmσ . Este valor es similar al que se encontró con la 
misma punta en KCl 1.5mM. 
 
En los dos experimentos que se han presentado, se ha obtenido una 
densidad de carga obtenidas para el ADN del mismo orden de magnitud que el 
esperado (Anexo B.4). Estos experimentos se han repetido numerosas veces 
para un amplio rango de concentraciones de KCl y de fosfato de sodio, así 
como en agua desionizada. Estos experimentos arrojan valores para la 
densidad de carga del ADN que, aunque del orden a las calculadas para las 
moléculas de la Fig. 6.2, exhiben una gran dispersión, que puede llegar a ser 
incluso de un orden de magnitud. De hecho, este valor puede llegar a variar 
incluso durante la adquisición de una sola imagen. Parece razonable atribuir 
esta dispersión a la dificultad para caracterizar la punta. En efecto, la fuerza 
EDC depende directamente de parámetros como la carga, el tamaño, y la 
forma de la punta. Es muy difícil determinar estos parámetros de forma precisa, 
ya que pueden llegar a variar bastante de unas puntas a otras, e incluso para 
una misma punta durante el experimento, por lo que normalmente se utilizan 
valores promedio. Así, se pone de manifiesto la necesidad de desarrollar 
puntas con una geometría y una densidad de carga bien caracterizadas y 
difíciles de modificar.  
 
6.3.4. Fuerza EDC sobre moléculas de avidina 
 
En esta sección se estudia si el modelo propuesto para la fuerza EDC 
entre punta y moléculas en AFM, que como se ha visto explica razonablemente 
esta interacción sobre moléculas de ADN, se puede aplicar a otros sistemas. 
En concreto, se estudia la fuerza EDC sobre moléculas de avidina depositadas 
sobre superficies de mica, sistema que ya se utilizó en el capítulo 5. La avidina 
es una proteína globular con un diámetro aproximado de 5nm. Esta proteína es 
muy básica, con un pI de ~10.5. En disoluciones con pH por debajo de este 
valor, se estima que tiene una carga neta en su superficie de +20e (Anexo B.3), 
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lo que, unido a su pequeño tamaño, confiere a su superficie una alta densidad 
de carga positiva. 
 
En la Fig. 6.3A se muestra una imagen de moléculas de avidina sobre 
una superficie de mica en agua desionizada. La imagen se ha obtenido con una 
punta de nitruro de silicio y operando en el modo FSI. En la Fig. 6.3B se 
representan dos curvas de fuerza frente a distancia entre punta y substrato, 
correspondientes al mismo archivo FSI que la Fig. 6.3A. Las curvas se han 
realizado sobre la superficie de mica (flecha azul en la Fig. 6.3A), y sobre una 
molécula de avidina (flecha roja en la Fig. 6.3A). Junto con estas curvas se 
representan también los ajustes a las Ecs. 6.9 y 6.10 respectivamente. 
 
 
 
Figura 6.3. A) Topografía de una muestra de moléculas de avidina depositadas sobre mica en 
agua desionizada, obtenida con una punta de nitruro de silicio, y operando en el modo FSI. B) 
Curvas de fuerza frente a distancia entre punta y substrato, correspondientes al mismo archivo 
FSI que A), realizadas sobre la superficie de mica y sobre una molécula de avidina (flechas 
azul y roja en A) respectivamente). Se representa también el ajuste de las curvas a las Ecs. 6.9 
y 6.10.  
 
La fuerza EDC sobre la superficie de mica es repulsiva, de acuerdo con 
lo esperado a partir de la Ec. 6.9, y con experimentos anteriores en este trabajo 
(sección 3.3.3; capítulo 5). El ajuste a la Ec. 6.9 de las curvas realizadas sobre 
las zonas de mica sin moléculas de la Fig. 6.3A, proporciona un valor para la 
amplitud de la fuerza EDC entre punta y substrato de pNFps 4760 ±= . El mismo 
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ajuste proporciona un valor para la longitud de Debye de nmD 112 ±=λ . Este 
valor está muy por debajo del que se espera para el agua desionizada a partir 
de la Ec. 3.20, que es de unos 1000nm. Desde las primeras medidas de fuerza 
EDC con AFM se ha observado una diferencia similar entre los valores 
experimental y teórico para Dλ  en agua desionizada [Butt91b]. Este fenómeno 
se suele atribuir a la observación experimental de que, en medios con una Dλ  
muy alta, la fuerza EDC entre punta y muestra se hace más pequeña que el 
valor mínimo de fuerza que se puede detectar en AFM cuando la separación 
entre ambas es mucho más pequeña que Dλ . Probablemente hay otros 
factores que también intervienen en la reducción del alcance efectivo de la 
interacción EDC. Por un lado es probable la presencia residual de sales 
utilizadas durante la preparación de la muestra. A partir de la Ec. 3.20 se puede 
deducir que la presencia de una pequeña cantidad de iones implica una 
reducción drástica en el alcance de la interacción EDC. Otro efecto a tener en 
cuenta es que, tal y como se demuestra en la sección 3.3.3, el uso de una sola 
función exponencial para modelizar la fuerza EDC en medios muy diluidos 
genera valores para Dλ  por debajo de lo esperado. 
 
A pesar del valor tan pequeño que se ha obtenido para Dλ , éste se ha 
utilizado para estimar la densidad de carga de la superficie de la mica a partir 
de la Ec. 6.11. De esta forma se obtiene un valor de 20016.0 −−≈ Cmsσ , de 
acuerdo con el valor observado para condiciones experimentales similares 
[Anexo B.2; Pashley81]. 
 
En la curva de fuerza sobre la molécula de avidina de la Fig. 6.3B se 
observa una fuerza EDC repulsiva, al igual que sobre la mica, aunque de 
menor magnitud. Un ajuste de las curvas realizadas sobre las moléculas de la 
Fig. 6.3A a la Ec. 6.10 proporciona un valor para la amplitud de la fuerza de 
pNFm 4480 ±= , y una longitud de Debye de nmD 213±=λ . A partir de la Ec. 
6.12 se deduce un valor para la fuerza EDC entre punta y molécula de 
pNFpm 190 −≈ . El cálculo de la densidad de carga de las moléculas a partir de 
la Ec. 6.13 proporciona un valor de 2003.0 −≈ Cmmσ , que está por debajo del 
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valor esperado a pH 7 de 204.0 −≈ Cmmσ  (Anexo B.3). Para comprobar este 
resultado, se ha repetido el experimento varias veces con distintas puntas. En 
la mayoría de ocasiones se han registrado valores similares al obtenido para la 
muestra de la Fig. 6.3, lo que descarta atribuir el resultado a una punta con una 
carga o un tamaño excepcionalmente pequeños.  
 
Por un lado, el modelo que se ha empleado para interpretar la fuerza 
EDC sobre moléculas de avidina explica de forma cualitativa los resultados 
experimentales, proporcionando una carga positiva para las moléculas. Pero 
por otro lado, el valor que se obtiene para la densidad de carga de la superficie 
de las moléculas de avidina es más pequeño que el esperado. Esto siempre 
puede ser debido a que, en realidad, se esté empleando un modelo erróneo 
para la fuerza EDC sobre moléculas aisladas de tamaño nanométrico. Para 
investigar esta posibilidad, se ha estudiado la fuerza EDC con el mismo tipo de 
puntas sobre superficies totalmente recubiertas con avidina, también en agua 
desionizada. Las curvas de fuerza de este sistema se pueden interpretar en 
base a la expresión, generalmente aceptada, para la fuerza EDC entre una 
esfera (la punta) y un plano (la superficie de avidina) de la Ec. 6.3. Este ajuste 
permite a su vez estimar la densidad de carga de la superficie formada 
exclusivamente por moléculas de avidina a partir de la Ec. 6.11, valor que se 
puede comparar entonces con el obtenido para moléculas individuales. 
 
En la Fig. 6.4 se representa una curva de fuerza frente a distancia sobre 
una superficie totalmente recubierta con moléculas de avidina, y realizada con 
una punta de nitruro de silicio. Se representa también el ajuste de la curva a la 
expresión para la fuerza EDC de la Ec. 6.3. Realizando este mismo ajuste para 
un conjunto de más de cincuenta curvas, al que pertenece la curva de la Fig. 
6.4, y utilizando después la Ec. 6.11, se obtiene un valor medio para la 
densidad de carga de la superficie de avidina de 2003.0 −≈ Cmavidinaσ , valor que 
coincide con el que se ha obtenido para moléculas de avidina individuales. Así, 
la expresión ampliamente aceptada para la fuerza EDC sobre una superficie 
plana (Ec. 6.11) proporciona el mismo resultado para una monocapa de 
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moléculas, que el que hemos obtenido para una sola molécula utilizando la 
expresión para la fuerza de la Ec. 6.6.  
 
 
 
Figura 6.4. Curva de fuerza frente a distancia entre punta y muestra sobre una superficie de 
mica totalmente recubierta con avidina. La curva se ha obtenido en agua desionizada, con una 
punta de nitruro de silicio. Se representa también el ajuste de la curva a una función 
exponencial (Ec. 6.3). El ajuste a un conjunto de más de cincuenta curvas, al que pertenece la 
curva representada, proporciona unos valores para la amplitud de la fuerza de ~220pN y una 
longitud de Debye de ~16nm. 
 
Otra posible causa de error en el cálculo de la densidad de carga de las 
avidinas podría ser que se estuviesen empleando valores para el tamaño y la 
carga de la punta (sección 6.3.2) excesivamente altos. Sin embargo, se ha 
visto cómo estos mismos valores proporcionan una densidad de carga, tanto 
para las moléculas de ADN, como también para las superficies de mica, que 
coincide con la esperada. 
 
Por lo tanto, parece razonable asumir como correcto el valor encontrado 
para la densidad de carga de las moléculas de avidina y, por lo tanto, el modelo 
propuesto para la fuerza EDC. Aunque la carga que presentan las avidinas en 
su superficie debería comprobarse mediante otras técnicas, los resultados 
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demuestran la capacidad del AFM para estudiar el estado de carga de 
moléculas biológicas individuales en medio líquido. 
 
6.4. Visualización de fuerzas EDC: mapas iso-distancia 
 
6.4.1. Mapas iso-distancia 
 
Una aplicación directa de la capacidad del AFM para medir fuerzas EDC 
de forma local es obtener imágenes de la distribución de esta fuerza sobre las 
muestras, dada la posibilidad de barrer la muestra también en el plano XY. 
Para obtener estas imágenes, hay que elegir una magnitud que caracterice a la 
fuerza en cada punto de la superficie, magnitud que corresponde a la 
intensidad que presenta el punto en el mapa de la fuerza EDC. Una forma muy 
intuitiva, y utilizada muy a menudo [Rotsch97], consiste en ajustar todas las 
curvas de un archivo FSI a la Ec. 3.29, y representar la amplitud de la fuerza 
EDC para cada punto de la muestra en forma de imagen. Sin embargo, esta 
estrategia entra en conflicto con el modelo propuesto en este capítulo. Así, una 
simple función exponencial no tiene en cuenta la rugosidad o la 
inhomogeneidad de carga de la muestra, factores que, tal y como se ha visto, 
son necesarios para una correcta interpretación de la fuerza EDC sobre 
moléculas biológicas individuales. En esta sección se propone una 
representación que denominaremos mapas iso-distancia (Fig. 6.5). 
 
En un mapa iso-distancia se representa la fuerza a distancias fijas de un 
plano base, que en este caso, se hace coincidir con el del substrato sobre el 
que están depositadas las moléculas. De esta forma se visualiza cómo las 
moléculas modifican a su alrededor la interacción entre punta y substrato. Si el 
experimento se realiza en una disolución acuosa de iones, la señal de los 
mapas iso-distancia corresponderá al valor de la fuerza EDC para la distancia 
entre punta y substrato a la que se ha calculado. Claro que esto sólo será así 
en ausencia de otras fuerzas de largo alcance, como las estéricas o las 
hidrofóbicas, y siempre que los mapas iso-distancia se obtengan para 
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separaciones entre punta y muestra superiores a ~2nm, de modo que se pueda 
despreciar la fuerza vdW (sección 3.3). 
 
 
 
 
Figura 6.5. Resultados de una visualización en el modo FSI de una molécula de ADN circular 
sobre una superficie de poli-L-lisina en agua desionizada, y con una punta de nitruro de silicio. 
A) Curvas de fuerza frente a distancia entre punta y substrato, realizadas sobre el substrato, 
sobre una hebra de ADN, y sobre una zona donde se produce un solapamiento de hebras 
(curvas azul, roja y verde realizadas respectivamente sobre las posiciones señaladas con 
flechas del mismo color en la imagen de topografía representada en B)). Se resaltan las 
distancias para las que se representan en B) mapas iso-distancia. B) Imágenes 
correspondientes al mismo archivo FSI que A), representando la topografía de la muestra 
(última por abajo), y los correspondientes mapas iso-distancia para separaciones del substrato 
de 4nm, 12nm y 26nm. Es interesante observar cómo la posición de la molécula se puede 
resolver en los mapas iso-distancia hasta distancias de ~25-30nm.  
 
La representación de mapas iso-distancia es muy fácil de obtener, lo que 
es una ventaja frente a la dificultad que plantea obtener un mapa de carga 
electrostática de la superficie. Así, sólo se necesita transformar las curvas de 
un archivo FSI en una representación de fuerza frente a la distancia vertical 
entre punta y substrato (sección 6.3.1). Más aún, estos mapas no sólo 
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representan de forma cualitativa el estado de carga de la muestra, si no que, 
como se explica más adelante, también contienen información cuantitativa 
sobre la carga de las moléculas visualizadas. 
 
A continuación se exponen y analizan los mapas iso-distancia obtenidos 
para las muestras con las que se ha trabajado hasta ahora: avidina sobre mica, 
y ADN sobre poli-L-lisina. 
 
6.4.2. Mapas iso-distancia de moléculas de ADN 
 
En la Fig. 6.5B se observa cómo la posición de la molécula de ADN se 
resuelve claramente en los mapas iso-distancia calculados para distancias al 
substrato de varias veces Dλ . Una resolución similar se muestra en la Fig. 6.6 
para otra molécula de ADN. Esta molécula, depositada sobre un substrato de 
poli-L-lisina, ha sido visualizada en KCl 15mM pH7, en el modo FSI, y con una 
punta de nitruro de silicio. En la Fig. 6.6A se representa la topografía de la 
muestra, mientras que en las Figs. 6.6B y 6.6C se representan los mapas iso-
distancia calculados a partir del archivo FSI para unas distancias al substrato 
de 4nm y 6nm respectivamente. Se observa un claro incremento de la señal en 
los mapas iso-distancia que coincide con las posiciones ocupadas por la 
molécula en la imagen de topografía. Este comportamiento se observa de 
forma más clara en la Fig. 6.6D, donde se representan perfiles sobre los tres 
mapas anteriores, trazados para las mismas posiciones, y a lo largo de una 
línea que cruza la molécula de ADN perpendicularmente a su eje (la traza se 
ha resaltado en las diferentes imágenes). Se observa cómo la señal de los 
mapas iso-distancia alcanza un máximo sobre el centro de la molécula. Esto es 
así hasta una separación del substrato de unos 10nm del substrato, distancia 
para la cual ya no se distingue la molécula en los mapas iso-distancia. Este 
valor es más de tres veces superior a la longitud de Debye, que en este caso 
es de 3nm. También se constata cómo la anchura de la señal originada por la 
molécula en los mapas iso-distancia es poco mayor que la que se observa en 
la imagen de topografía. 
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Figura 6.6. Resultados de una visualización en el modo FSI de una molécula de ADN 
depositada sobre una superficie de poli-L-lisina, en KCl 15mM pH7, y con una punta de nitruro 
de silicio. En A) se representa la topografía de la muestra, mientras que en B) y en C) se 
representan mapas iso-distancia calculados para separaciones de  4nm y 6nm del substrato 
respectivamente. Es notorio que la molécula de ADN se detecta perfectamente en los mapas 
iso-distancia con una resolución similar a la de la topografía. Esto se puede observar también 
en D), donde se representa un perfil, para cada una de las imágenes anteriores, trazados para 
las mismas posiciones laterales a lo largo de una línea que cruza a la molécula (traza resaltada 
en las imágenes). Se muestra también el ajuste de los perfiles sobre los mapas iso-distancia a 
la Ec. 6.8. 
 
En los mapas iso-distancia de la Fig. 6.6 se puede visualizar, con una 
resolución de nanómetros, cómo la presencia de la molécula de ADN reduce la 
amplitud de la fuerza EDC atractiva entre punta y muestra. Al igual que se ha 
hecho con las curvas de fuerza, también es posible obtener información 
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cuantitativa sobre la carga electrostática de las moléculas visualizadas a partir 
de un mapa iso-distancia.  
 
La representación de mapas iso-distancia consiste, al igual que las 
curvas de fuerza, en valores de fuerza a distintas posiciones sobre la muestra. 
De la misma forma, también es posible conocer la distancia de cada uno de los 
puntos de un mapa iso-distancia a las moléculas de la muestra. Esta 
característica permite interpretar la señal de estos mapas en base a 
expresiones para la fuerza EDC en función de la distancia entre superficies.  
 
Para obtener la separación entre un punto de un mapa iso-distancia y 
una molécula hay que conocer, según la Ec. 6.7, los radios de la punta y de la 
molécula, la separación lateral entre ambas, y la separación vertical entre punta 
y substrato. Esta última se conoce, ya que es aquella para la cual se ha 
construido el mapa iso-distancia. La separación lateral entre la punta y la 
molécula se obtiene a partir del mapa de topografía correspondiente. El radio 
de la molécula se conoce con precisión si se ha determinado su estructura, 
como es el caso para el ADN y para la avidina, aunque también se puede 
deducir a partir de las imágenes de topografía. El parámetro más difícil de 
determinar, y, por lo tanto, el que mayor error puede introducir en la 
determinación de la distancia entre punta y molécula, es el radio de la punta.  
 
Para facilitar la determinación de la distancia punta-molécula en los 
mapas iso-distancia, es útil utilizar la expresión para la fuerza EDC de la Ec. 
6.8. En efecto, un perfil sobre un mapa iso-distancia a través de una molécula 
es una representación de la fuerza frente a la separación lateral entre punta y 
molécula pmρ . El valor cero para esta separación lateral, y que se toma como 
referencia para el resto, se asocia con la posición del centro de la molécula. 
Una vez transformadas las posiciones en separación lateral punta-molécula, se 
puede ajustar el perfil directamente a la Ec. 6.8. Este ajuste tiene tres 
parámetros libres. El primero es ( )Dpsps zF λ−exp0 . El ajuste proporciona 
valores muy fiables para este parámetro, ya que es simplemente el valor medio 
de la señal del mapa iso-distancia sobre las posiciones de la muestra alejadas 
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de las moléculas. Los otros dos parámetros libres del ajuste son el radio de la 
punta, pR , y la amplitud de la fuerza EDC entre punta y molécula 0pmF . 
 
En la Fig. 6.6D se muestra también el ajuste de los perfiles de los mapas 
iso-distancia a la Ec. 6.8. A partir de ajustar múltiples perfiles a lo largo de la 
misma molécula, se ha obtenido un valor para la amplitud de la fuerza entre 
punta y molécula de pNFpm 15760 ±=  para nmz ps 4= , prácticamente el mismo 
valor que el encontrado para nmz ps 6= , que es de pNFpm 20800 ±= . Estos 
resultados son muy parecidos al valor que se encuentra a partir del ajuste de 
curvas de fuerza sobre la molécula, pNFpm 42740 ±= , confirmando que ambas 
representaciones contienen la misma información. Los tres valores que se 
presentan para 0pmF  se pueden relacionar con la densidad de carga de la 
molécula a través de  la Ec. 6.13. Para los tres casos se obtiene prácticamente 
el mismo resultado, que es de 211.0 −≈ Cmmσ , un valor similar al esperado 
( 215.0 −≈ Cmmσ ; Anexo B.4), y al obtenido en la sección 6.3.3 204.0 −≈ Cmmσ . 
 
6.4.3. Mapas iso-distancia de moléculas de avidina 
 
En esta sección se demuestra la posibilidad de utilizar los mapas iso-
distancia para visualizar la fuerza EDC también sobre moléculas de avidina 
depositadas sobre mica. En la Fig. 6.7 se muestran resultados análogos a los 
de la Fig. 6.6, pero esta vez para la misma muestra de moléculas de avidina 
sobre mica en agua desionizada de la Fig. 6.3. En la Fig. 6.7A se representa la 
topografía de la muestra. En las Figs. 6.7B y 6.7C se representan mapas iso-
distancia calculados para separaciones entre punta y mica, psz , de 7nm y 11nm 
respectivamente. En esta ocasión, la señal de los mapas iso-distancia alcanza 
un mínimo sobre las posiciones ocupadas por las moléculas. Este 
comportamiento también se puede observar en la Fig. 6.7D, donde se 
representan perfiles, tanto sobre la topografía como sobre los mapas iso-
distancia, trazados a lo largo de una misma línea que cruza a una de las 
moléculas (la traza se ha resaltado en las imágenes). Al igual que en el caso 
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del ADN, la posición de las moléculas se puede distinguir en los mapas iso-
distancia con una resolución lateral similar a la de la topografía.  
 
 
 
Figura 6.7. Figura análoga a la Fig. 6.6, pero en este caso se estudia una muestra de 
moléculas de avidina sobre mica en agua desionizada, visualizada en el modo FSI, y con una 
punta de nitruro de silicio. A) Topografía de la muestra. B) y C) Mapas iso-distancia calculados 
para separaciones de 7nm y 11nm del substrato respectivamente. Las moléculas de avidina se 
detectan como mínimos en los mapas iso-distancia. D) Perfiles simultáneos a través de una 
molécula de avidina para cada uno de los mapas anteriores. Se muestra también el ajuste de 
los perfiles de los mapas iso-distancia a la Ec. 6.8. 
 
En la Fig. 6.7D también se representa el ajuste de los perfiles sobre los 
mapas iso-distancia a la Ec. 6.8. En el caso del mapa calculado para 
nmz ps 7= , este ajuste proporciona un valor para la amplitud de la fuerza EDC 
entre la punta y las moléculas de avidina de pNFpm 4220 ±−= . Un valor muy 
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similar, pNFpm 4190 ±−= , se obtiene ajustando perfiles sobre el mapa iso-
distancia calculado para nmz ps 11= . Estos dos valores para 0pmF  son muy 
parecidos al que se obtiene a partir del ajuste de curvas de fuerza sobre las 
moléculas (sección 6.3.3). Otra vez se puede estimar la densidad de carga de 
las moléculas a partir de la Ec. 6.13. Para los dos mapas representados se 
obtiene un valor aproximado de 2003.0 −≈ Cmmσ , el mismo valor que a partir de 
las curvas de fuerza tanto sobre moléculas individuales, como sobre superficies 
totalmente recubiertas. Aunque este análisis vuelve a proporcionar un valor 
para la densidad de carga de la avidina un orden de magnitud por debajo del 
esperado, se vuelve a probar que los mapas iso-distancia contienen la misma 
información que las curvas de fuerza.  
 
6.4.4. Resolución lateral en los mapas iso-distancia 
 
Para estudiar la resolución lateral de la fuerza EDC entre punta y 
muestra, hay que definir primero la magnitud que se asociará con esta 
resolución. Se ha decidido hacer una caracterización de la resolución lateral 
similar a la que se hace para la topografía (sección 2.3.1.1), asociándola a la 
anchura a media altura que presenta la señal originada por las moléculas en 
los mapas iso-distancia (Fig. 6.8).  
 
Supongamos un perfil sobre un mapa iso-distancia a través de una 
molécula depositada sobre un substrato plano. Para posiciones muy alejadas 
de la molécula, la fuerza viene dada por la Ec. 6.9. Esta fuerza se modifica 
cerca de la molécula, alcanzando la máxima desviación sobre el centro de la 
misma, donde el valor de la fuerza es el de la Ec. 6.10. La anchura a media 
altura de las moléculas en los mapas iso-distancia se define como el doble de 
la distancia desde el centro de la molécula, 2/Hρ , para la que la fuerza EDC 
alcanza un valor medio entre los valores que se alcanzan sobre la molécula 
(Ec. 6.10) y lejos de ella (Ec. 6.9). A partir de estas ecuaciones se obtiene la 
siguiente expresión para 2/Hρ : 
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Se observa como 2/Hρ  crece con la longitud de Debye, Dλ , y también, 
aunque de forma más suave, con la distancia entre punta y substrato para la 
que se ha calculado el mapa iso-distancia, psz . 
 
 
 
 
Figura 6.8. Diagrama explicativo de la resolución lateral como la anchura a media altura de la 
señal originada por la molécula en los mapas iso-distancia. 
 
La dependencia de 2/Hρ  con la distancia punta-substrato psz , para la 
que se calculan los mapas iso-distancia, se puede observar en las Figs. 6.6 y 
6.7. La molécula de ADN visualizada en la primera presenta una anchura a 
media altura, 2/2 Hρ , en el mapa iso-distancia calculado para nmz ps 4=  de unos 
nm212 ± , mientras que en el calculado para nmz ps 6=  la anchura es de 
nm215 ± . La misma tendencia se observa en los mapas iso-distancia para 
moléculas de avidina sobre mica de la Fig. 6.7. La anchura a media altura que 
presentan las moléculas en el mapa iso-distancia calculado para nmz ps 7=  es 
de nm529 ± , mientras que en el mapa para nmz ps 11=  la anchura crece hasta 
nm532 ± . 
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Figura 6.9. A) y B) Mapas iso-distancia obtenidos con la misma punta y sobre la misma 
muestra de moléculas de ADN sobre poli-L-lisina. El mapa representado en A) se ha obtenido 
en KCl 1.5mM pH7, mientras que el representado en B) se ha obtenido en KCl 15mM pH7. C) 
Perfiles trazados sobre los dos mapas anteriores a través de las moléculas de ADN. Se 
representan también los ajustes de cada uno de los perfiles a la Ec. 6.8 (líneas discontinuas). 
 
Es también interesante estudiar la dependencia de la resolución lateral 
con Dλ , ya que éste es un parámetro que se puede controlar de forma externa, 
eligiendo el líquido en el que realizar el experimento. En la Fig. 6.9 se 
representan dos mapas iso-distancia de una misma muestra de moléculas de 
ADN sobre poli-L-lisina, obtenidos con la misma punta, y calculados también 
para la misma distancia entre punta y substrato de nmz ps 6= . El mapa de la 
Fig. 6.9A se ha obtenido en KCl 1.5mM pH7, mientras que el de la Fig. 6.9B se 
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ha obtenido en KCl 15mM pH7. A simple vista se observa cómo la señal 
originada por la molécula es mucho más estrecha (la molécula está más 
localizada) en el medio con mayor concentración de iones (menor longitud de 
Debye). Esta característica también se observa en la Fig. 6.9C, donde se 
representan dos perfiles a través de una molécula de ADN, correspondientes a 
los mapas de las Figs. 6.9A y 6.9B respectivamente. Las moléculas presentan 
una anchura a media altura en los mapas iso-distancia, 2/2 Hρ , de nm423±  en 
KCl 1.5mM (Fig. 6.9A), y de nm213±  en KCl 15mM (Fig. 6.9B). Este 
comportamiento coincide con el que predice la Ec. 6.14.  
 
Teniendo en cuenta estos resultados, parece que la mejor opción para 
obtener una buena resolución lateral en la visualización de fuerzas EDC sobre 
superficies es trabajar con una longitud de Debye pequeña, y calcular los 
mapas iso-distancia para separaciones del substrato también pequeñas. Sin 
embargo, ambos parámetros no se pueden reducir arbitrariamente, ya que 
están limitados por el alcance de la fuerza vdW. Como se ha visto en el 
capítulo 3, a distancias de ~2nm las fuerzas vdW empiezan a dominar la 
interacción con la punta. Así, los mapas iso-distancia sólo representarán 
fuerzas EDC si se calculan para separaciones mayores de ~2nm del punto más 
alto de la zona de la muestra a estudiar. Por otro lado, la longitud de Debye 
tampoco se puede reducir por debajo de este límite de 2nm, ya que, en ese 
caso, la fuerza EDC decae muy rápido, y no se puede estudiar a separaciones 
punta-muestra en las que ya no intervenga la fuerza vdW. 
 
Por otro lado, como predice la Ec. 6.5, y como se observa también en la 
Fig. 6.9, la diferencia entre la señal de los mapas iso-distancia sobre las 
moléculas y sobre el substrato es mucho mayor si la muestra se visualiza en un 
medio con una longitud de Debye alta. Por lo tanto, para estudiar la fuerza EDC 
sobre una molécula con una carga no demasiado alta, puede llegar a ser 
necesario realizar el experimento en un medio con un valor también alto para 
Dλ , que permita detectarla, aunque sea a costa de una menor resolución 
lateral.  
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Estos resultados permiten hacer una estimación de la resolución lateral 
que se puede obtener con esta técnica. Como hemos visto, se conseguirá una 
resolución óptima trabajando en un medio con nmD 2≈λ , y visualizando la 
fuerza en un mapa iso-distancia calculado para una separación de 2nm por 
encima de las moléculas. Asignando un valor al radio de la punta de 20nm, se 
obtienen un valor para 2/2 Hρ  a partir de la Ec. 6.14, tanto para el caso del 
ADN, como para el caso de la avidina, de unos 20nm. Este valor es una 
estimación de la separación mínima que debe existir entre las moléculas para 
que se pueda distinguir la posición de las dos a partir de la fuerza EDC. 
 
6.5. Resumen 
 
El trabajo desarrollado en este capítulo ha sido motivado por resultados 
previos en los que se ha demostrado que el AFM es sensible a la fuerza EDC 
que se origina entre punta y moléculas biológicas individuales de tamaño 
nanométrico, como el ADN o la avidina. Además se ha demostrado que, a partir 
de estas fuerzas, es posible detectar la posición de las moléculas con una 
precisión de nanómetros.  
 
Los resultados previos también demuestran cómo la fuerza EDC sobre 
las moléculas tiene una contribución importante por parte de la superficie sobre 
la que están depositadas. Este fenómeno ha motivado el desarrollo de un 
modelo para la fuerza EDC entre punta y moléculas individuales, en el que 
también se tiene en cuenta la contribución por parte del substrato.  
 
Según este modelo, y de acuerdo también con resultados previos, la 
fuerza EDC tiene una dependencia muy pronunciada con la posición relativa 
entre la punta y la molécula. Así, el modo FSI se perfila como idóneo para 
medidas de fuerzas EDC sobre moléculas, ya que la distancia entre punta y 
molécula puede conocerse para todos los puntos al registrarse de forma 
simultánea la imagen de topografía. 
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El modelo propuesto se ha comparado con curvas de fuerza 
experimentales, obtenidas en el modo FSI, y realizadas con puntas comerciales 
de nitruro de silicio sobre moléculas (ADN o avidina) depositadas sobre 
superficies. En ambos casos, el modelo describe muy bien la fuerza sobre las 
moléculas, incluso en medios con diferente fuerza iónica. Esto ha permitido 
estimar la densidad de carga superficial de las moléculas. El valor obtenido 
para el caso del ADN es muy parecido al esperado. Para el caso de la avidina, 
el modelo proporciona una densidad de carga superficial alrededor de un orden 
de magnitud por debajo del valor esperado, que es, sin embargo, similar a la 
que se ha obtenido para una monocapa de avidina. 
 
Para visualizar la distribución del estado de carga sobre una superficie 
se ha propuesto la representación de mapas iso-distancia. La señal que se 
representa en estos mapas es la fuerza ejercida sobre la punta cuando ésta se 
encuentra a una distancia concreta del plano definido por el  substrato sobre el 
que están depositadas las moléculas. Si se cumplen ciertas condiciones 
experimentales, que se comentan a lo largo del capítulo, esta fuerza se 
corresponde con una fuerza EDC entre punta y muestra. 
 
Se ha demostrado cómo es posible resolver, tanto moléculas de ADN, 
como moléculas de avidina, en los mapas iso-distancia con una resolución 
lateral similar a la de la topografía, incluso cuando estos mapas se obtienen 
para separaciones del substrato de varias veces la longitud de Debye. Pero los 
mapas iso-distancia no sólo representan una distribución cualitativa de la carga 
electrostática sobre una superficie, sino que también contienen información 
cuantitativa sobre la carga de las moléculas visualizadas. En efecto, al igual 
que una curva de fuerza, un mapa iso-distancia está compuesto por valores de 
fuerza registrados para diferentes posiciones sobre la muestra. Esto permite 
compararlos con expresiones para la fuerza, y, al igual que se ha hecho a partir 
de las curvas, estimar la densidad de carga de las moléculas. Efectivamente, 
se ha comprobado que se obtienen los mismos resultados a partir de ambas 
representaciones. 
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Por último, también se ha estudiado la resolución lateral en la medida de 
fuerzas EDC. Se ha comprobado que esta resolución se incrementa al reducir 
tanto la distancia a la muestra para la que se registra la fuerza, como el alcance 
de la interacción EDC (ajustando la concentración de iones del líquido en el 
que se realiza el experimento). Como límite inferior para estos dos parámetros 
se estima un valor de unos 2nm, por debajo del cual la fuerza entre punta y 
muestra no será debida exclusivamente a una interacción EDC, si no que 
también tendrá una contribución importante por parte de la interacción vdW. 
Bajo estas consideraciones, se ha estimado una resolución lateral óptima en la 
medida de fuerzas EDC sobre moléculas individuales de unos 20nm, valor que 
corresponde a la separación mínima entre dos moléculas para que su posición 
pueda resolverse a partir de la fuerza EDC. 
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7. Espectroscopía de fuerzas intermoleculares. 
Aplicación a la interacción tau-tau 
 
7.1. Estudio de fuerzas intermoleculares en AFM 
 
7.1.1. Introducción 
 
Como se ha visto en capítulos anteriores, la operación del AFM en el 
modo de curvas de fuerza permite estudiar la fuerza que zonas muy localizadas 
de una superficie ejercen sobre la punta para diferentes separaciones entre 
ambas.  
 
El radio efectivo de las puntas de AFM comerciales suele ser de entre 
2nm y 50nm. Estos tamaños son similares a los de la mayoría de las moléculas 
biológicas, característica que, junto con la posibilidad de trabajar en medio 
líquido, permite medir la fuerza con la que interacciona una sola molécula 
biológica con una superficie. Para ello, se debe colocar la molécula en el 
extremo final de la punta, algo que, aunque complicado, es posible dada la 
similitud de tamaños. De este modo es la molécula la que juega el papel de 
sonda. 
 
Más aún, supongamos una superficie sobre la que se encuentran 
depositadas algunas moléculas biológicas. Si se realiza una curva de fuerza 
sobre una de estas moléculas con una punta funcionalizada con otra molécula, 
es posible estudiar la fuerza con la que ambas interaccionan para diferentes 
distancias entre ellas.  
 
Como se verá a continuación, cuando se estudia la interacción entre dos 
moléculas que interaccionan formando un complejo, la magnitud que 
normalmente se obtiene experimentalmente, y que se utiliza para caracterizar 
la interacción, es la fuerza necesaria para romper el complejo [Florin94]. Así, el 
AFM ofrece la posibilidad de estudiar los procesos de disociación entre un 
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único par de moléculas biológicas. En las siguientes secciones se resume la 
metodología más común para realizar este tipo de experimentos, y la 
información que se puede obtener a partir de ellos. Por otro lado, en la segunda 
parte del capítulo (sección 7.2) se explica cómo se ha utilizado el AFM para 
estudiar la interacción entre proteínas tau. 
 
7.1.2. Espectroscopía de fuerzas 
 
7.1.2.1. Medida de la  fuerza de ruptura 
 
La forma más común de caracterizar complejos entre moléculas con un 
AFM es operar en el modo de curvas de fuerza. Como se ha visto en los 
capítulos 2 y 3, a partir de una curva de separación se puede obtener la fuerza 
de adhesión entre punta y muestra. Supongamos el caso de dos moléculas que 
puedan formar un complejo, una de ellas anclada a una punta de AFM, y la otra 
a una superficie. Si con esa punta se realiza una curva de fuerza sobre la 
molécula anclada a la superficie, es probable que ambas formen un complejo si 
están lo suficientemente cerca. Si éste es el caso, cuando punta y superficie se 
empiecen a separar, el fleje se flexionará hacia la muestra debido a la fuerza 
atractiva que ejerce la molécula depositada en la superficie sobre la que está 
anclada a la punta. El complejo se romperá cuando la fuerza de recuperación 
del fleje iguale a la que lo mantiene unido (Fig. 7.1). La fuerza a la que se 
disocian las moléculas se denomina fuerza de ruptura, RF , y es, sin duda, la 
magnitud más empleada en AFM para caracterizar un complejo entre dos 
moléculas.  
 
Se puede hacer una estimación del orden de magnitud que alcanzan las 
fuerzas de ruptura de complejos formados por moléculas biológicas. Para ello 
basta con estimar la energía, cE , y la longitud característica del enlace, l , ya 
que entonces lEF CR = . Dado el tamaño nanométrico de las moléculas 
biológicas, se considera una longitud característica aproximada de nml 5.0≈ . 
Por otro lado, es obvio cómo la mayoría de estos complejos se forman y se 
rompen en la escala de tiempo de los seres vivos. Esto implica que la barrera 
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de energía que separa los estados enlazado y disociado debe ser poco mayor 
que la energía del baño térmico en el que se encuentran las moléculas. Por 
ejemplo, para complejos tan estables como los ligando-receptor, o los 
anticuerpo-antígeno, se puede estimar una energía de enlace de TkE Bc 10≈ , a 
partir de la cual se calcula una fuerza de ruptura de pNFR 80≈ . Efectivamente, 
este valor está dentro del rango al que se tiene acceso en AFM. 
 
 
 
Figura 7.1.  Diagrama de una curva de fuerza entre una punta y una superficie, ambas 
funcionalizadas con moléculas capaces de formar un complejo. En este caso, la fuerza de 
adhesión es igual a la necesaria para romper este complejo. 
 
7.1.2.2. Teoría de Bell 
 
Desde el punto de vista de la mecánica clásica, dos moléculas que 
forman un complejo se disociarán cuando la fuerza ejercida exceda el máximo 
gradiente del potencial de interacción. Sin embargo, este modelo no considera 
parámetros como la energía de activación, la temperatura, la escala de tiempo 
o la forma detallada del potencial de reacción, todos ellos esenciales para la 
comprensión de los procesos de disociación. 
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 En un trabajo teórico pionero [Bell78], Bell estudió los efectos que tiene 
aplicar una fuerza sobre un enlace no covalente en un medio líquido, para lo 
que empleó la teoría de Kramers para cinéticas de reacción [Kramers40; 
Hänggi90]. Esta teoría parte de la idea de que los enlaces se disociarán sin 
necesidad de aplicar ninguna fuerza, sólo hay que esperar el tiempo suficiente. 
El tiempo de vida medio de un complejo, 0τ , a una temperatura T , viene dado 
por la expresión: 
 
⎟⎟⎠
⎞
⎜⎜⎝
⎛== −−
Tk
Ek
B
c
off exp
11
0 ντ       Ec. 7.1 
 
donde offk , la inversa de 0τ , es la constante de disociación del complejo, y ν  la 
frecuencia natural de la vibración del enlace. Bell comprendió que un enlace no 
covalente entre moléculas no se rompería a un valor fijo de fuerza. Por el 
contrario, enfocó el problema como una modificación de la energía del enlace 
debida a la fuerza aplicada. Así, si se aplica una fuerza constante, F , se 
modifica la energía del enlace de la forma: 
 
( ) ( ) FxFxEFxE cc −== 0,,        Ec. 7.2 
 
( )FxEc , , la energía del enlace bajo la aplicación de una fuerza F , 
también depende de la coordenada de reacción, x . Esta coordenada es la 
magnitud que se modifica durante la disociación del enlace. En un experimento 
de AFM, esta coordenada se corresponde con la distancia entre las moléculas. 
Una consecuencia directa de la aplicación de una fuerza será entonces la 
modificación del tiempo medio de vida del complejo, 0τ , y por lo tanto de la 
constante de disociación del mismo, offk , de la forma: 
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donde xΔ  es la diferencia entre los valores de la coordenada de reacción en el 
mínimo y en el máximo del potencial, que corresponden al estado enlazado y al 
momento en el que se rompe el complejo respectivamente. Así, el efecto de 
aplicar una fuerza sobre un enlace consiste en reducir su tiempo de vida medio, 
o lo que es lo mismo, aumentar la velocidad a la que se éste se disocia.  
 
7.1.2.3. Espectroscopía dinámica de fuerzas 
 
En la sección anterior se explica el efecto que tiene aplicar una fuerza 
constante sobre un complejo entre moléculas. Pero, durante una curva de 
fuerza, en la que la punta se desplaza en la dirección normal a la muestra, la 
fuerza que se ejerce no es constante, si no que varía de la misma forma que lo 
hace la deflexión del fleje. 
 
A continuación se resume una de las teorías más utilizadas para explicar 
la ruptura de un complejo entre moléculas inducida por la aplicación de una 
fuerza con un valor variable [Evans97]. Aunque esta teoría no se ha utilizado 
directamente en esta tesis, se expone brevemente ya que ayuda a comprender 
en gran medida qué significan los resultados de los experimentos de 
espectroscopia de fuerzas. 
 
Esta teoría establece que la probabilidad, ( )Fp , de que un complejo se 
rompa a una fuerza F , es: 
 
( ) ( ) ( ) ⎟⎟
⎟
⎠
⎞
⎜⎜
⎜
⎝
⎛
−= ∫ •• dffk
fF
Fk
Fp off
F
off
0
1exp   Ec. 7.4 
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donde ( )fkoff  es la constante de disociación bajo una fuerza aplicada f , y •f  
la velocidad a la que se incrementa la fuerza ( tff
•= ). Así, •F  es la velocidad 
en el momento en el que se produce la ruptura. Sustituyendo en la ecuación 
anterior la expresión para ( )fkoff  de la Ec. 7.3, se obtiene: 
 
( ) ( ) ( ) ⎟⎟
⎟
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⎞
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 En el caso de que la velocidad a la que se incrementa la fuerza sea 
constante durante todo el experimento, 
•• = Ff , la distribución anterior alcanza 
un máximo para un valor de fuerza *F : 
 
( ) [ ]rx
Tk
TkFk
x
x
TkF B
Boff
B ln
0
ln* Δ+⎥⎥⎦
⎤
⎢⎢⎣
⎡
=
Δ
Δ=      Ec. 7.6 
 
Este resultado es muy importante, ya que relaciona una magnitud que se 
obtiene directamente a partir de los experimentos, *F , con un parámetro que 
se puede controlar de forma externa, r . Más aún, la Ec, 7.10 establece que *F  
tiene una dependencia lineal con el logaritmo natural de r . Entonces, a partir 
de un ajuste a la Ec. 7.6 de medidas experimentales de *F  para distintos r , se 
pueden obtener los valores de xΔ  y offk .  
 
7.1.3. Funcionalización de superficies 
 
La medida de fuerzas intermoleculares en AFM se suele realizar 
anclando una de las moléculas a la punta y otra a una superficie. Para ello 
ceban desarrollado diferentes estrategias, aunque para ser eficaces se requiere 
que reúnan ciertas características. Por un lado, las fuerza que mantienen 
unidas las moléculas a las superficies deben ser mayor que la necesaria para 
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romper el complejo que se forma. Pero por otro lado, el anclaje no debe alterar 
la interacción entre las propias moléculas.  
 
Dado que existe una amplia bibliografía sobre este tema [Lee02], en esta 
sección sólo se resumen las dos estrategias de funcionalización de superficies 
que se han utilizado en esta tesis: la adsorción directa sobre las superficies, o a 
través de espaciadores, concretamente moléculas de glicol de polietileno 
(PEG). 
 
7.1.3.1. Adsorción de moléculas 
 
La adsorción de moléculas es una opción muy utilizada para la 
funcionalización de superficies, debido sobre todo a su sencillez. Sin embargo, 
se corre el riesgo de que la interacción de las moléculas con las superficies 
interfiera en su interacción con otras moléculas complementarias, posibilidad 
que siempre se debe tener en cuenta. La mica, una superficie atómicamente 
plana, es muy utilizada para adsorber moléculas. Su fuerte carga negativa da 
lugar a enlaces electrostáticos muy fuertes con moléculas de carga positiva, 
como la lisozima [Raab99], o la avidina [Yuan00]. En estos casos es suficiente 
con adsorber las moléculas a partir de una disolución, dado que la interacción 
con la superficie es lo suficientemente fuerte como para permitir estudios de 
fuerzas intermoleculares. 
 
En los primeros experimentos de medida de la fuerza de ruptura de 
complejos biomoleculares, se recubrían las puntas por completo con BSA 
[Florin94]. Esta capa de proteína sirve como una matriz funcional para la 
modificación bioquímica con las moléculas a estudiar. Aunque de este modo se 
obtiene un gran número de moléculas recubriendo la punta (103-104/μm2), la 
pequeña fracción que está debidamente orientada permite la formación de muy 
pocos enlaces (Fig. 7.2A).  
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Figura 7.2. Curvas de fuerza de separación donde se observan eventos de ruptura de 
complejos formados entre avidinas depositadas sobre superficies de mica, y biotinas ancladas 
a la punta, aunque mediante protocolos diferentes. A)  Curva de fuerza frente a distancia entre 
una punta sobre la que se han adsorbido moléculas de BSA modificadas con biotina, y una 
superficie de mica sobre la que se han adsorbido moléculas de avidina. En la curva se 
observan varios picos de adhesión atribuidos a rupturas de complejos avidina-biotina. B) Curva 
de fuerza frente a distancia, también sobre una superficie de moléculas de avidina, pero en 
esta ocasión con una punta funcionalizada con espaciadores de glicol de polietileno. El extremo 
libre de estos espaciadores está a su vez unido a un anticuerpo biotinilado. Se observa un pico 
de adhesión, con un comportamiento no lineal, asociado con la ruptura de un complejo avidina-
biotina. Se representa también el ajuste del pico de adhesión al modelo WLC para el 
estiramiento de un polímero (Ec. 7.7). Este ajuste proporciona unos valores para L0 de 12.5nm, 
y Lp de 0.6nm, en muy buen acuerdo con los valores esperados, [Anexo A.4] y [Kienberger00] 
respectivamente. Así, se confirma que la adhesión se debe a la interacción de la superficie de 
avidina con la molécula biotinilada unida al espaciador de PEG.  
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7.1.3.2. Anclaje de moléculas a través de espaciadores 
 
En muchos casos no es posible adsorber directamente las moléculas 
sobre las superficies. Incluso si esto es posible, las moléculas adsorbidas 
pueden no orientarse correctamente para formar el complejo. Una estrategia 
muy común para evitar estos problemas es emplear polímeros flexibles, a partir 
de ahora denominados espaciadores, para anclar las moléculas a las 
superficies [Hinterdorfer96]. Si la densidad de espaciadores en las superficies 
es pequeña, las moléculas se pueden mover y orientar libremente dentro de un 
volumen determinado por la longitud del espaciador, lo que conlleva diversas 
ventajas: 
 
- Permite la reorientación de la molécula. 
- La molécula tiene acceso a un mayor área. 
- Disminuye la probabilidad de que la molécula se aplaste entre la 
punta y la superficie. 
- El comportamiento elástico del espaciador, como se verá a 
continuación, no es lineal. Esto permite diferenciar entre las 
adhesiones que involucran a moléculas ancladas al extremo libre del 
espaciador, de adhesiones en las que intervenga directamente la 
superficie de la punta. 
 
La longitud ideal de los espaciadores dependerá de un compromiso 
entre una alta movilidad para la molécula y una alta resolución lateral en la 
detección del enlace. Esta longitud adquiere normalmente valores entre los 
2nm y los 100nm. Por otro lado, es importante que los espaciadores tengan 
grupos químicamente activos en sus extremos, de modo que uno interaccione 
con la molécula y otro con la superficie.  
 
Diversas moléculas se han utilizado como espaciadores, como por 
ejemplo el glutaraldehído [Allen97]. En esta tesis se ha trabajado con 
moléculas de glicol de polietileno (PEG). El PEG es un polímero compuesto por 
unidades con la forma -CH2-CH2-O-. No es tóxico, es soluble en agua, y 
previene la adsorción no específica de moléculas biológicas sobre superficies. 
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Además, la síntesis de PEGs ha sido objeto de un enorme desarrollo en los 
últimos años [Haselgrübler95], de modo que se pueden sintetizar con una gran 
variedad de longitudes y de grupos funcionales en sus extremos. Más aún, la 
estequiometría de la funcionalización de puntas con PEG se ha optimizado 
para que, de media, haya un solo espaciador en el radio final de la punta 
[Hinterdorfer96]. Así, el PEG se ha convertido en uno de los espaciadores más 
utilizados para la medida de fuerzas intermoleculares [Hinterdorfer00]. 
 
 
 
Figura 7.3. Representación esquemática de la funcionalización de puntas de nitruro de silicio 
con proteínas a través de espaciadores Aldehído-(PEG)18-NHS. El espaciador se ancla por el 
extremo con el grupo NHS a los grupos amino en la superficie de la punta (reacción resaltada 
en rojo). El otro extremo del espaciador contiene un grupo aldehído, el cual puede formar un 
enlace covalente con las lisinas presentes en las superficies de las proteínas (reacción 
resaltada en azul). 
 
El espaciador de PEG que se ha utilizado durante esta tesis contiene 18 
unidades, (CH2-CH2-O)18, tiene un grupo N-hidroxisuccinimida, NHS, en uno de 
sus extremos, y un grupo aldehído (ALD) en el otro (Fig. 7.3). El protocolo de 
funcionalización se explica de forma detallada en el Anexo A.4. De forma 
resumida, el grupo NHS forma un enlace covalente con grupos amino que se 
generan previamente en la superficie de puntas de nitruro de silicio. Por otro 
lado, el grupo ALD del otro extremo del espaciador puede formar enlaces 
covalentes con las lisinas, aminoácidos con un grupo amino en su cadena 
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lateral. Dado que este aminoácido está presente en la superficie de muchas 
proteínas, el espaciador con un grupo ALD en su extremo libre se puede utilizar 
para anclar un amplio número de proteínas a las superficies de puntas de 
nitruro de silicio.  
 
 La forma de las curvas es diferente si las moléculas que forman el 
complejo están ancladas a las superficies a través de espaciadores. En este 
caso, la fuerza sobre la punta no se incrementa linealmente con el 
desplazamiento de la muestra durante la separación. Por el contrario, la curva 
refleja  la fuerza necesaria para estirar el espaciador. Existen múltiples modelos 
para el comportamiento elástico de polímeros, siendo el modelo WLC (Worm-
Like Chain) [Marko95] uno de los más utilizados para ajustar el comportamiento 
de los espaciadores utilizados en AFM, sobre todo para los PEG  
[Kienberger00]. Aunque versiones extendidas de este modelo [Bouchiat99] han 
demostrado un mejor ajuste, por simplicidad aquí se plantea la forma no 
extendida: 
 
( ) ⎥⎥⎦
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donde WLCF  es la fuerza que hay que ejercer sobre los extremos de un polímero 
de longitud 0L , y longitud de persistencia pL , para separarlos una distancia d .  
A partir de esta ecuación se puede observar cómo casi no es necesario ejercer 
ninguna fuerza para separar los extremos del espaciador una distancia 
significativamente más pequeña que su longitud total. Sin embargo, cuando la 
distancia entre los extremos es similar a la longitud del polímero, la fuerza 
crece de forma muy pronunciada. 
 
 Por lo tanto, los picos de adhesión debidos a la ruptura de complejos 
entre moléculas unidas a través de espaciadores a las superficies de la punta, 
y/o de la muestra, estarán precedidos por un comportamiento de la fuerza con 
la distancia similar al que postula la Ec. 7.7 (Fig. 7.2B). Se puede observar 
cómo, en este caso, no se ejerce ninguna fuerza atractiva sobre la punta justo 
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después de que la muestra deja de empujarla y el fleje recupera su posición de 
equilibrio. Esta situación se mantiene hasta que la separación alcanza un valor 
que es aproximadamente la mitad de la longitud del espaciador. En este 
momento aparece una fuerza atractiva con un comportamiento que claramente 
no es lineal. En efecto, esta fuerza se incrementa de forma cada vez más 
pronunciada con la separación a la muestra. Este comportamiento se mantiene 
hasta que la fuerza iguala a la necesaria para romper el complejo, momento en 
el que el fleje vuelve a recuperar la posición de equilibrio.  
 
Si se requiere un control aún más estricto, las curvas de fuerza frente a 
distancia que presentan adhesiones en las que intervienen espaciadores se 
pueden ajustar al modelo WLC de la Ec. 7.7. Esto permite obtener los valores 
para los parámetros 0L  y pL  del espaciador que ha intervenido en el proceso 
de adhesión. Estos valores se pueden comparar entonces con los esperados 
para el espaciador que se ha empleado, confirmando si en la adhesión 
intervienen moléculas ancladas a través de dicho espaciador. 
 
Se puede concluir que el uso de espaciadores en los experimentos de 
ruptura de complejos entre moléculas, además de incrementar la efectividad de 
los experimentos, también proporciona un elemento de control, ya que se 
puede comprobar si la adhesión presenta el comportamiento elástico propio del 
espaciador empleado. 
 
7.2. Estudio de la interacción tau-tau 
 
7.2.1. Introducción  
 
 Un gran número de enfermedades, como la enfermedad de Creutzfeld-
Jakob, las diabetes de tipo II, la enfermedad de Alzheimer o las cataratas, 
tienen su origen en la imposibilidad de algunas proteínas para alcanzar su 
conformación funcional, o una vez alcanzada, permanecer en ella durante 
mucho tiempo [Dobson03; Monsellier07]. Estos comportamientos originan la 
formación de agregados no-cristalinos de proteínas, que en muchas ocasiones 
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tienen estructura fibrilar. Los mecanismos que forman estos agregados son 
muy complejos, y dependen del tipo de proteína involucrada [Congdon08; 
Pappu08]. Así, en muchos casos se desconoce el grado y naturaleza de la 
agregación necesaria para producir especies tóxicas. Sin embargo, existen 
evidencias que sugieren la posibilidad de que agregados prefibrilares, con 
forma de oligómeros, sean el origen de muchas patologías [Chiti06; Wirths04], 
en lugar de serlo agregados más extensos, como fibras o placas. 
 
 En este trabajo, el interés se ha centrado en el proceso de agregación 
de la proteína tau. Esta proteína, que está dentro del grupo denominado como 
MAPs (proteínas asociadas a microtúbulos), interacciona directamente con la 
tubulina de los microtúbulos, ayudando a estabilizarlos [Weingarten75]. Es una 
proteína muy soluble, de unos 450 aminoácidos, y que carece de plegamiento, 
al igual que muchas otras proteínas con tendencia a formar agregados fibrilares 
y asociadas con enfermedades neurodegenerativas. En las neuronas de los 
enfermos de Alzheimer, la proteína tau polimeriza de forma anómala, y se 
encuentra formando las estructuras conocidas como Filamentos Apareados 
Helicoidales o PHFs (Paired Helical Filaments) [Grundke86]. Otros agregados 
de la proteína tau se pueden encontrar también en las tautopatías, otro tipo de 
enfermedades neurodegenerativas [Hernández07]. 
 
 El AFM ha demostrado ser muy útil para el estudio de la proteína tau. Ha 
proporcionado, por ejemplo, imágenes de muy alta resolución de PHFs que se 
han utilizado para comparar modelos sobre su estructura [MorenoHerrero04b]. 
También se ha utilizado para estudiar la repulsión estérica a la que dan lugar 
las moléculas de tau adheridas a los microtúbulos, lo que confirma su función 
como agente estabilizador del citoesqueleto [Mukhopadhyay01].  
 
 Pero probablemente, el proceso por el cual los monómeros de proteína 
tau despegados de los microtúbulos forman grandes agregados con un alto 
nivel de organización, no es inmediato, y se desarrolla en varias etapas. Es 
más, el interés por la estructura y función de agregados intermedios es 
creciente. De hecho, se han publicado trabajos que apuntan a la neurotoxicidad 
de agregados prefibrilares de esta proteína [SantaCruz05]. Sin embargo, el 
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estudio de estos primeros agregados plantea diversos problemas, ya que, en 
condiciones in vitro, es muy difícil que el tau polimerice [Congdon08]. Aunque 
en algunas ocasiones se ha observado esta polimerización de forma 
espontánea [Alonso01], normalmente se debe inducir mediante algún otro 
compuesto como la heparina [Maeda07]. 
 
En el trabajo que se desarrolla a continuación, se demuestra la 
capacidad del AFM para caracterizar los primeros estados de agregación de la 
proteína tau. Para ello, se han empleado las dos capacidades de esta técnica 
que se han expuesto hasta ahora: la de visualización, con la que se pueden 
obtener imágenes de los diferentes agregados, y la de medir fuerzas, que 
permite estudiar la existencia y la dinámica de las interacciones entre 
moléculas de tau.  
 
 Este trabajo se ha llevado a cabo dentro de una colaboración con el 
grupo del Dr. Juán Jiménez, de la Universidad Autónoma de Madrid (UAM), y 
con el grupo del Dr. Jesús Ávila, del Centro de Biología Molecular de Madrid, 
que realizaron toda la parte bioquímica, así como la caracterización de la 
agregación mediante Resonancia de Plasmón Superficial (SPR, Surface 
Plasmon Resonance). Por otro lado, el grupo del Dr. Pedro de Pablo, del 
laboratorio de Nuevas Microscopías de la UAM, ha caracterizado los agregados 
fibrilares de la proteína mediante AFM.   
 
7.2.2. Disolución de referencia de proteína tau 
 
 Para seguir un proceso de agregación hay que determinar con precisión 
la disolución inicial a partir de la que se estudiará dicho proceso. La proteína 
tau que se ha utilizado en este trabajo ha sido purificada directamente a partir 
del clon htau 42 en E. coli BL21, proceso que se describe de forma más 
detallada en [Barrantes09]. A partir de la purificación se ha obtenido una 
disolución con una concentración micromolar de proteína tau mayoritariamente 
en forma de monómeros. Esta disolución se ha guardado inmediatamente 
después de la purificación a -20ºC. El momento en que las alícuotas de esta 
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disolución se descongelan se utiliza como referencia para el tiempo de 
agregación. 
 
7.2.3. Visualización de oligómeros de tau 
 
 La disolución de referencia se ha visualizado recién descongelada, en un 
rango de tiempo inferior a dos horas, en tampón PBS 150mM, operando el 
AFM en el modo jumping (sección 2.3.3.2). Para ello se ha adsorbido la 
proteína sobre mica de modo que se formara un recubrimiento inferior a la 
monocapa (Anexo A.2).  
 
En la Fig. 7.4A se representa una imagen de topografía característica de 
una muestra de tau recién descongelada y adsorbida sobre mica. En la Fig. 
7.4B se representa un perfil trazado sobre esta imagen, donde se observa una 
altura media de ~1nm para las partículas de tau. Este tamaño permite asociar a 
estas partículas con monómeros de la proteína. Sin embargo, este 
comportamiento no es del todo reproducible, como se puede observar en la 
Fig. 7.4C, donde se representa la topografía de una muestra preparada 
también a partir de la disolución de referencia de proteína tau recién 
descongelada. En esta imagen se pueden observar partículas mucho mayores 
que las de la Fig. 7.4A, que pueden llegar a alcanzar casi los 20nm de altura, 
como se observa en el perfil trazado sobre la imagen y representado en la Fig. 
7.4D. Estas partículas tienen una forma granular, que es similar a la que se ha 
publicado en otros trabajos [Maeda07]. 
 
La visualización de proteína tau, preparada a partir de la disolución de 
referencia recién descongelada, ha dado lugar tanto a muestras con 
monómeros aislados sobre la superficie (Fig. 7.4A), como a muestras con 
oligómeros prefibrilares, similares a los de la Fig. 7.4C. Esta diferencia en el 
estado de agregación de la proteína se observa incluso para muestras 
preparadas, siguiendo el mismo protocolo (Anexo A.2), a partir de alícuotas de 
una misma disolución de referencia. Este situación se repite incluso 
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extremando las condiciones de limpieza, lo que descarta que los resultados 
estén influenciados por una contaminación de las muestras. 
 
 
 
Figura 7.4. A) y C) Imágenes de proteína tau recién descongelada, adsorbida sobre mica, y 
visualizada en tampón PBS 150mM. B) y D) Perfiles trazados sobre las imágenes de A) y C) 
respectivamente. Ambas muestras se han visualizado operando el AFM en el modo jumping. A 
pesar seguir el mismo protocolo en la preparación de ambas muestras, y de extremar las 
condiciones de limpieza, se observa una diferencia evidente en el tamaño de las partículas. 
Esto se atribuye a un proceso de agregación muy rápido y difícil de controlar. 
 
Estos resultados parecen indicar una rápida, y muy difícil de controlar, 
interacción entre los monómeros de tau presentes en la disolución de 
referencia recién descongelada. Como se verá, los experimentos que se 
exponen a continuación corroboran esta hipótesis. 
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7.2.4. Espectroscopia de fuerzas de la interacción tau-tau 
 
 Los resultados de la sección anterior parecen indicar que los monómeros 
de tau reaccionan entre ellos formando agregados prefibrilares sin necesidad 
de un agente externo que induzca la reacción, y en una escala de tiempo muy 
pequeña. Para comprobar este aspecto de la interacción tau-tau, se ha 
decidido estudiar la formación de estos complejos, y la fuerza necesaria para 
romperlos, operando el AFM en el modo de curvas de fuerza. 
 
El experimento que se plantea consiste en realizar curvas de fuerza con 
una punta funcionalizada con proteína tau a través de espaciadores, sobre 
moléculas de tau adsorbidas sobre una superficie de mica. En el caso de que 
las moléculas formen un complejo cuando punta y muestra estén lo 
suficientemente cerca, cuando éstas dos se separen se ejercerá una fuerza 
sobre dicho complejo que acabará por romperlo. Esta ruptura dará lugar a un 
pico de adhesión en la curva de fuerza de separación similar al que se presenta 
en la Fig. 7.2B. De este modo se puede estudiar la existencia de interacciones 
entre moléculas de tau, y, en ese caso, determinar la fuerza necesaria para 
romper los complejos que forman. 
 
 Para realizar estos experimentos, es necesario anclar las moléculas de 
tau tanto a la punta como a una superficie. Como superficie se ha vuelto a 
elegir mica, aunque en esta ocasión se recubre la superficie por completo 
(Anexo A.2). En la Fig. 7.5A se representa una imagen de una de estas 
muestras, obtenida en tampón PBS, y operando el AFM en el modo jumping. 
En el centro de la imagen se observan dos hoyos, resultado de un rascado 
previo barriendo esas mismas zonas en modo contacto, y aplicando una fuerza 
sobre la muestra superior a 1nN. En la Fig. 7.5B se representa un perfil trazado 
sobre una de las zonas rascadas, en el que se puede ver como la proteína tau 
forma una capa de unos 5nm de altura sobre la mica. 
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Figura 7.5. A) Imagen de una superficie de mica totalmente recubierta con proteína tau, 
visualizada en tampón PBS 150mM operando el AFM en el modo jumping. En el centro de la 
imagen se observan dos áreas que se han rascado con la punta. B) Perfil trazado sobre una de 
las áreas rascadas de A), donde se observa que la capa de proteína tau depositada sobre la 
mica tiene una altura media de unos 5nm. 
 
Para anclar las moléculas de tau a la punta se han utilizado 
espaciadores de glicol de polietileno de 18 unidades con un grupo N-
hidroxisuccinimida, NHS, en uno de sus extremos, y un grupo aldehído, ALD, 
en el otro, NHS-(CH2-CH2-O)18-ALD (Fig. 7.3). El protocolo de unión de 
espaciadores a la punta se detalla en el Anexo A.4. La unión a la proteína se 
realiza a través del grupo ALD en el extremo libre del espaciador, el cual puede 
formar un enlace covalente con alguna de las lisinas que contiene la proteína 
tau. Para estudiar los primeros estados de agregación de esta proteína, las 
puntas funcionalizadas con espaciadores se han incubado, al igual que las 
superficies de mica, en disoluciones de tau preparadas a partir de la disolución 
de referencia recién descongelada. 
 
En la Fig. 7.6A se representa una curva de fuerza de separación, 
realizada en tampón PBS 150mM, y en la que punta y muestra se han 
funcionalizado con proteína tau tal y como se ha explicado previamente. Se 
puede observar un pico de adhesión, con un valor de unos 100pN, a unos 
30nm de la muestra. El comportamiento de la fuerza con la distancia previo al 
pico de adhesión es característico de la extensión de un polímero flexible. En la 
Fig. 7.6B se representa otra curva de fuerza de separación, correspondiente al 
mismo experimento que la curva anterior, en la que también se observa un pico 
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de adhesión. En esta ocasión la fuerza a la que se produce la ruptura es similar 
al caso anterior, unos 100pN. Sin embargo, en este caso la ruptura se produce 
a una distancia de la muestra mucho mayor, unos 120nm. Esta enorme 
dispersión en la longitud de ruptura ha sido una observación muy repetida en 
los experimentos que se han realizado.  
 
 
 
Figura 7.6. A) Curva de fuerza en la que se observa un evento de ruptura (pico de 
adhesión) precedido de un comportamiento elástico característico de la extensión de un 
polímero flexible. B) Curva de fuerza correspondiente al mismo experimento que A), pero en la 
que el evento de ruptura se produce a una distancia de la muestra mucho mayor. C) 
Representación de fuerza frente a separación entre punta y muestra para 106 eventos de 
ruptura correspondientes a otras tantas curvas de fuerza de un mismo experimento al que 
también corresponden las curvas representadas en A) y en B). D) Curva de fuerza de 
separación, correspondiente al mismo experimento que las figuras anteriores, pero realizada 
después de fluir a través de la celda líquida el anticuerpo 7.51, conocido por bloquear a 
agregación de la proteína tau. En este caso no se observa ninguna adhesión, lo que es una 
característica general de las curvas registradas después de bloquear la interacción.    
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La dispersión en la longitud de ruptura se ilustra claramente en la Fig. 
7.6C, una representación de la fuerza frente a la distancia a la que han ocurrido 
un conjunto de eventos de ruptura registrados entre una punta y una superficie 
funcionalizadas con tau. Este experimento, al que pertenecen las curvas de las 
Figs. 7.6A y 7.6B, se ha realizado en tampón fosfato 150mM. Se representan 
los 106 eventos de ruptura registrados tras realizar mil curvas de fuerza (una 
probabilidad de formación de enlaces del ~10%). A partir de estas curvas, en 
las que la fuerza se ha incrementado a un ritmo de 8.5nN/s, se obtiene un valor 
para la fuerza de ruptura más probable de pNFR 5799 ±= , y una longitud de 
ruptura de nmLR 4258 ±= . 
 
Siempre que se realizan este tipo de experimentos se debe verificar que 
la interacción que se ha medido es la misma que la que se quiere estudiar, y no 
a una interacción no específica entre la punta y la muestra. Para ello se suelen 
hacer interaccionar bien las moléculas ancladas a la punta, bien las ancladas a 
la muestra, o bien ambas, con otra molécula con una capacidad conocida para 
bloquear la interacción a estudiar. En nuestro caso se ha utilizado tanto el 
anticuerpo monoclonal 7.51, como tubulina, para bloquear la interacción tau-
tau. El flujo de ambas moléculas a través de la celda líquida en la que se 
realiza el experimento ha demostrado eliminar casi por completo las 
adhesiones entre punta y muestra, de modo que la práctica totalidad de las 
curvas después del bloqueo se asemejen a la de la Fig. 7.6D.  
 
El anclaje de moléculas tau, tanto a la punta como a la muestra, se ha 
realizado incubando ambas en disoluciones de la proteína preparadas a partir 
de la de referencia recién descongelada. Como se ha demostrado en la sección 
anterior, la proteína de la disolución de referencia recién descongelada está 
todavía en forma de monómeros (Fig. 7.4A), o en forma de pequeños 
agregados prefibrilares (Fig. 7.4C). Así, es razonable suponer que el complejo 
formado entre las moléculas de punta y muestra corresponde a uno de los 
primeros estados de agregación del tau. Como se ha comentado, el valor 
medio de la fuerza de ruptura de los eventos representados en la Fig. 7.6 es de 
pNFR 5799 ±= . Este es un valor muy alto, similar al que se ha publicado para 
 167 
sistemas tan estables como los ligando-receptor [DeParis00], o los anticuerpo-
antígeno [Berquand05], lo que da una idea de la estabilidad del complejo que 
se forma, y de la poca probabilidad que existe de que se disocie de forma 
espontánea. 
 
Por otro lado, la longitud media a la que se produce la ruptura, con un 
valor de nmLR 4258 ±= , es mucho mayor que la esperada. En efecto, se 
espera que la distribución de valores de esta longitud esté centrada en un valor 
similar a la longitud de los espaciadores empleados sumada a las alturas de las 
moléculas que interaccionan. El espaciador empleado tiene una longitud 
aproximada de unos 6nm. También se debe tener en cuenta una más que 
probable polimerización de la etanolamina [Riener03] con la que se trata la 
punta para generar grupos amino en su superficie (Anexo A.4), que sin 
embargo, no se espera que contribuya con longitudes más allá de unos pocos 
nanómetros. Por lo tanto, los valores encontrados para RL  se deben atribuir a 
que los complejos de proteína tau se estiran decenas de nanómetros antes de 
romperse, algo no tan extraño si se considera que la proteína tau en forma de 
monómeros carece de estructura secundaria. 
 
Junto con el valor medio que se ha obtenido para RL , también sorprende 
su elevada dispersión. Se ha comprobado que los valores registrados para esta 
longitud de ruptura no presentan ninguna correlación con el orden de 
adquisición. Esto descarta que la dispersión que se ha encontrado para las 
longitudes de ruptura se deba a una modificación irreversible de la punta. Así 
parece razonable atribuir este resultado al hecho de que las moléculas 
interaccionen mediante diferentes orientaciones tanto entre ellas como con la 
superficie. 
 
Otro dato relevante acerca de la interacción entre moléculas de tau, que 
también proporciona el AFM, es la velocidad con la que se forman los 
complejos. A la velocidad a la que se han realizado las curvas de fuerza, las 
moléculas sólo están situadas a distancias en las que pueden interaccionar 
durante intervalos de tiempo del orden de un milisegundo. Aún así, este 
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intervalo de tiempo es suficiente, tal y como se ha demostrado, como para que 
se formen enlaces entre las moléculas ancladas a la punta y a la muestra.  
 
Los picos de adhesión entre puntas y muestras funcionalizadas con 
moléculas tau, junto con los experimentos de bloqueo, permiten afirmar 
inequívocamente que las fuerzas registradas corresponden a las necesarias 
para romper complejos de proteína tau formados a partir de la interacción de 
monómeros, o como mucho, por pequeños agregados, en un intervalo de 
tiempos de milisegundos. Estos experimentos también ponen de manifiesto la 
gran elasticidad de estos complejos, lo que es incompatible con una estructura 
muy ordenada. Quizás el dato más importante es que, al igual que para la 
formación de los oligómeros visualizados en la Fig. 7.4C, no se ha añadido 
ningún agente para inducir la agregación de la proteína. Sin embargo, al 
haberse realizado los experimentos en tampón PBS, no se puede descartar el 
hecho de que una posible fosforilación de las moléculas pueda haber 
contribuido a la interacción entre ellas.  
 
7.2.5. Estudio de la agregación de la proteína tau  mediante 
Resonancia de Plasmón Superficial 
 
De forma simultánea a los experimentos anteriores, el grupo del Dr. Juan 
Jiménez ha estudiado el proceso de agregación de la proteína tau mediante 
Resonancia de Plasmón Superficial (SPR). 
 
En la técnica de SPR [Kretschmann68] se hace incidir un haz láser sobre 
una lámina de oro dentro de una celda líquida. Para un cierto ángulo de 
incidencia, denominado ángulo de resonancia, se produce una onda 
evanescente, o “plasmón superficial”, en la superficie del metal. El ángulo de 
resonancia es muy sensible al índice de refracción en las proximidades de la 
superficie, de forma que se pueden seguir interacciones moleculares en la 
interfase a partir de los cambios en el ángulo de resonancia. También se puede 
hacer incidir el haz a un ángulo constante y seguir el cambio en la intensidad 
del haz reflejado. Este cambio de intensidad está directamente relacionado con 
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un corrimiento en el ángulo de resonancia provocado por interacciones 
moleculares en la superficie, lo que permite estimar el espesor de capas de 
moléculas depositadas sobre la misma [Benítez02]. 
 
Para seguir la agregación de la proteína tau, la superficie de oro del SPR 
se ha funcionalizado siguiendo distintos pasos. En el primero se adsorbe una 
capa de poli-L-lisina sobre la superficie de oro limpia. Sobre esta capa de poli-
L-lisina se adsorbe entonces una capa de heparina. Este proceso se vuelve a 
repetir, volviendo a adsorber una capa de poli-L-lisina seguida de otra de 
heparina. Mediante este procedimiento se obtiene una superficie final de 
heparina, molécula que, tal y como se ha comentado antes, tiene una fuerte 
interacción con la proteína tau. De esta forma también se impide que las 
proteínas entren en contacto con la superficie del metal, evitando por lo tanto el 
riesgo de que se desnaturalicen. Resultados previos de SPR proporcionan un 
espesor para las tres primeras capas de 2.3nm [Benítez02]. El incremento de la 
intensidad del haz reflejado durante la deposición de las tres primeras capas se 
registre en cada experimento. De este modo se obtiene la constante de 
proporcionalidad entre el incremento de la intensidad del haz y el incremento 
del espesor de la capa de moléculas que recubre la superficie. De hecho, a 
partir de ahora, como unidad fundamental de medida del espesor se utilizará el 
correspondiente a una monocapa de poli-L-lisina, que se asume 
aproximadamente igual a un tercio de los 2.3nm asociados con las tres capas. 
 
El experimento que se ha realizado consiste en hacer fluir disoluciones 
de proteína tau a través de la celda líquida en la que se encuentra la superficie 
de oro recubierta con heparina, a la vez que se registra la interacción entre 
ambas siguiendo el cambio en la intensidad del haz reflejado. De esta forma se 
ha estudiado la interacción entre el tau y la superficie final de heparina variando 
el tiempo transcurrido entre la descongelación de la disolución de referencia y 
el experimento.  
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Figura 7.7. Representaciones del incremento de la intensidad del haz reflejado frente al 
tiempo. La señal se ha normalizado con respecto al incremento que se produce durante la 
adsorción de una capa de poli-L-lisina. Los valores para las concentraciones y el tiempo 
transcurrido entre la descongelación de la disolución de referencia y el experimento han sido: 
Curva 1. 0.02mg/ml, disolución inyectada en la celda líquida inmediatamente tras la 
descongelación. Curva 2. 0.02mg/ml, 1hora. Curvas 3 y 4. 0.015mg/ml, 1 hora. Curva 5. 
0.02mg/ml, 70 minutos. Curva 6. 0.015mg/ml, 24 horas. Curva 7. 0.02mg/ml, tres días. Curva 
8. 0.015mg/ml, 10 días. Curva 9. 0.015mg/ml, 1 mes.  
 
En la Fig. 7.7 se representa el cambio en la intensidad del haz reflejado 
durante el flujo de nueve disoluciones diferentes de proteína tau con 
concentraciones similares. La curva 1 corresponde al flujo de una disolución de 
tau recién descongelada. La capa de proteína que se forma sobre la superficie 
tiene alrededor de 1.1 veces el espesor de una capa de poli-L-lisina, lo que 
corresponde a una altura de ~1nm. Este valor es similar al observado para los 
monómeros de tau (Fig. 7.4A), por lo que es razonable suponer que en esta 
ocasión la capa también está formada por monómeros.  
 
De forma general, se ha observado que el espesor de la capa de tau 
sobre la superficie se incrementa con el tiempo de incubación previo al 
experimento, alcanzando un valor máximo cuando este tiempo es de poco más 
de una hora. En efecto, el tiempo de incubación transcurrido para la disolución 
de la curva 5 de la Fig. 7.7, que forma una capa de entre 6nm y 7nm de 
espesor, ha sido de 70 minutos. Este resultado sugiere que el tau se encuentra 
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formando pequeños agregados de mayor tamaño que los monómeros. Por otro 
lado, se puede observar cómo en esta curva también ha aumentado el tiempo 
en el que se alcanza un valor estable de la señal, lo que implica que la 
inmovilización de los agregados sobre la superficie es más lenta que en el caso 
de los monómeros. 
 
Después de unas horas de incubación a temperatura ambiente, las 
disoluciones de tau empiezan a perder lentamente la capacidad de adsorción 
sobre la superficie de heparina. Así, se puede observar cómo una disolución 
incubada durante un mes a temperatura ambiente apenas se adsorbe sobre la 
heparina (curva 9 de la Fig. 7.7). También se ha observado una pérdida similar 
de esta capacidad por parte de superficies recubiertas con poli-L-lisina 
[Pérez04]. Parece, por lo tanto, que es difícil inmovilizar sobre cualquier 
superficie los agregados de tau presentes en estas disoluciones, debido 
probablemente a su gran tamaño.  
 
7.2.6. Visualización de agregados fibrilares de tau 
 
 Debido a la dificultad para inmovilizar sobre superficies los agregados de 
tau formados tras largos periodos de incubación, se debe emplear una técnica 
para su caracterización que sea sensible a cantidades muy pequeñas de la 
molécula. El AFM se plantea como una técnica idónea para este estudio dado 
su capacidad demostrada para visualizar moléculas individuales de tamaño 
nanométrico. Esta técnica ha sido empleado por el grupo del Dr. Pedro de 
Pablo, del laboratorio de Nuevas Microscopías de la UAM, para caracterizar la 
morfología de los estados de agregación de tau más avanzados. 
 
 En la Fig. 7.8 se representan dos imágenes de agregados de proteína 
tau adsorbida sobre mica. La muestra de la Fig. 7.8A se ha obtenido a partir de 
una disolución previamente incubada a temperatura ambiente durante dos 
meses. En esta imagen se observan tanto pequeños agregados con forma 
granular, como algunos con forma fibrilar. La cantidad de fibras aumenta con el 
tiempo de incubación previo. En la Fig. 7.8B, que corresponde a una disolución 
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incubada durante ocho meses, se observa más de cerca uno de estos 
agregados con forma fibrilar, y que presenta valles y colinas a lo largo de su 
estructura, de modo que su altura varía entre los 3.5nm y los 4.5nm.  
 
 
 
Figura 7.8. Imágenes cedidas por Mercedes Hernando, del Laboratorio de Nuevas 
Microscopías de la UAM, en las que se observan agregados de proteína tau sobre superficies 
de mica. Las imágenes se han obtenido en aire ambiente operando el AFM en el modo 
dinámico modulado en amplitud. Las muestras se han preparado a partir de disoluciones de 
tau, con una concentración de 0.3mg/ml, incubadas a temperatura ambiente durante A) 2 
meses, y B) ocho meses. 
 
Estos resultados demuestran la capacidad de la proteína tau para formar 
agregados fibrilares sin necesidad de inducir este proceso mediante agentes 
externos. También se debe resaltar que este proceso ocurre en escalas tiempo 
mucho más grandes que la formación de pequeños agregados granulares. 
 
Las fibras visualizadas tienen tamaños más pequeños que los 
publicados para PHFs obtenidos a partir de cerebros de enfermos de Alzheimer 
[MorenoHerrero04b], e incluso que las fibras similares a los PHFs que se 
obtienen incubando la proteína tau en presencia de agentes que inducen la 
agregación, como la heparina [Maeda07]. Sin embargo, las fibras de la Fig. 7.8 
podrían asociarse con las descritas en [Kunjithapatham05], pequeñas fibras 
con una estructura de giro sobre su eje que forman, en un proceso posterior, 
fibras más complejas. 
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7.2.7. Discusión y conclusiones 
 
 En este trabajo se ha detectado, tanto por AFM como por SPR, una 
interacción entre proteínas tau en ausencia de agentes inductores. Este 
resultado contrasta con la dificultad reconocida para observar la agregación del 
tau en estas condiciones [Congdon08], a pesar de que una interacción similar 
ha sido publicada en [Alonso01]. En esta misma publicación, se sugiere que el 
origen de la diferencia entre estos resultados puede ser el proceso de 
purificación de la proteína. Se propone que la exposición del tau a un medio 
ácido puede ser el origen de que se obtenga una proteína incapaz de auto-
agregarse. Nuestros resultados confirman esta hipótesis, ya que este paso ha 
sido suprimido en el protocolo de purificación empleado. 
 
 Desde el punto de vista técnico, se ha demostrado que tanto el AFM, 
como el SPR, permiten estudiar el proceso de agregación de la proteína tau, 
desde los primeros agregados hasta la formación de fibras mucho más 
complejas. 
 
 La visualización por AFM de proteína tau recién purificada ha 
proporcionado imágenes de tau tanto en forma de monómeros, como de 
oligómeros con forma granular. Este resultado indica que la proteína está 
sujeta a un rápido proceso de agregación muy difícil de controlar, conclusión a 
la que también apuntan los resultados de SPR. 
 
 Los experimentos de espectroscopia de fuerzas demuestran cómo las 
moléculas de tau interaccionan directamente, en una escala de tiempos de 
milisegundos, y formando complejos muy estables con fuerzas de ruptura 
similares a las publicadas para sistemas como los ligando-receptor. Este 
resultado corrobora la hipótesis de que el tau en disolución interacciona 
rápidamente, formando los agregados granulares que se han visualizado 
mediante AFM. 
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 Sin embargo, para obtener agregados fibrilares se ha tenido que incubar 
la proteína a temperatura ambiente durante periodos de meses, indicando de 
que se trata de un proceso mucho más lento que la formación de agregados 
granulares, y que probablemente implica interacciones entre estos últimos.  
 
 Así, en este trabajo se ha demostrado la propensión de la proteína tau a 
la agregación en una escala de tiempo muy pequeña (~milisegundos), y en 
ausencia de ningún agente que la induzca. Este resultado adquiere especial 
importancia si se consideran trabajos recientes [SantaCruz05] en los que se 
postula la neurotoxicidad de agregados prefibrilares de la proteína. 
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8. Mapas de reconocimiento molecular. 
Resolución de moléculas biológicas individuales 
 
8.1. Introducción 
 
En el capítulo anterior se ha demostrado la capacidad del AFM para 
caracterizar la interacción entre dos moléculas capaces de formar un complejo. 
Para ello, se suelen realizar curvas de fuerza con una de las moléculas 
ancladas a la superficie y la otra a la punta. Así, durante la separación entre 
ambas, la fuerza de adhesión corresponderá a la necesaria para romper el 
complejo, magnitud que se emplea para caracterizarlo.  
 
Generalmente se acepta la idea de que, mediante estos experimentos, 
se puede llegar a medir la fuerza con la que interaccionan solo dos moléculas. 
Aunque en principio un pico de adhesión puede corresponder tanto a la ruptura 
de un solo complejo como a la ruptura simultánea de varios, la primera opción 
es mucho más probable si la frecuencia con la que se observan los picos es 
pequeña (<30%) [Tees01]. Sin embargo, este razonamiento sólo es válido si se 
asume que, en efecto, se puede detectar la ruptura de un solo complejo. 
Aunque esta hipótesis es razonable, siempre hay una posibilidad de error. 
Supongamos un complejo entre dos moléculas tal que la fuerza necesaria para 
romperlo está por debajo de la resolución del AFM, pero no así la fuerza 
necesaria para romper dos complejos de forma simultánea, algo no tan 
improbable ya que la presencia de dímeros es bastante común en las 
disoluciones de proteínas [Vitte04]. Según el razonamiento anterior, los picos 
de adhesión que se obtendrían sobre este sistema se asociarían, si la 
frecuencia de adhesiones es lo suficientemente baja, con la fuerza de ruptura 
para un solo complejo, cuando en realidad corresponderían a la fuerza 
necesaria para romper dos de forma simultánea. 
 
Existe otro factor que limita el estudio de la interacción entre dos 
moléculas. Como se ha visto, la ruptura de un complejo es un proceso 
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estocástico. Así, para caracterizar un complejo no basta con obtener un solo 
valor de la fuerza de ruptura, si no que hay que construir una distribución de la 
probabilidad de ruptura para diferentes fuerzas. Para ello hay que obtener un 
número estadísticamente significativo de adhesiones entre las dos moléculas. 
Sin embargo, aunque es posible funcionalizar la punta de modo que sólo una 
molécula pueda alcanzar la muestra, es muy improbable que el número de 
adhesiones necesarias para realizar este tipo de estudios, que al menos debe 
ser del orden de ~102, se registren sobre una misma molécula de la muestra. 
En efecto, siempre existirá una deriva en la posición lateral de la punta que, 
aunque sea mínima, no es posible corregir operando en el modo de curvas de 
fuerza. Así, aunque en las curvas se esté midiendo la ruptura de complejos 
individuales, la distribución de los valores de fuerza se construye con datos 
obtenidos a partir de múltiples complejos.  
 
Una solución a estos problemas es visualizar la molécula sobre la que se 
realizan las curvas de fuerza. Para ello, se suele operar el AFM en modos 
donde las superficies se visualizan realizando, de forma simultánea, una curva 
de fuerza para cada punto de la imagen, como por ejemplo el modo jumping, o 
el modo FSI. Estos modos permiten comprobar, a partir de la imagen de 
topografía, si una curva se ha realizado sobre una molécula individual. Más 
aún, esta estrategia también permite, si se alcanza una resolución lateral 
suficiente, construir una distribución de fuerzas de ruptura a partir de las 
adhesiones registradas sobre una misma molécula.  
 
Pero la operación del AFM en estos modos no sólo ofrece la posibilidad 
de caracterizar un complejo entre dos moléculas. También es posible obtener 
mapas de la distribución de las adhesiones entre punta y muestra sobre la 
superficie, que, en el caso de que la punta esté funcionalizada con una 
molécula, corresponderán a mapas de la afinidad por dicha molécula. 
 
La posibilidad de obtener mapas de la afinidad por una molécula pronto 
se aplicó al estudio de la distribución de receptores sobre superficies 
[Ludwig97]. Los receptores son proteínas que pueden interaccionan de forma 
muy específica con otra molécula que se denomina ligando, a través de una 
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interacción de reconocimiento molecular. Estas interacciones, que son no 
covalentes, están basadas en la existencia simultánea de varias interacciones 
débiles, y en una alta complementariedad geométrica entre las moléculas 
[Bongrand99]. La presencia de receptores es muy abundante, por ejemplo, en 
la membrana de las células. En este caso, los ligandos pueden ser moléculas 
extracelulares que, al interaccionar con los receptores, cambien la 
conformación de éstos, mediando así en la señalización celular. En estos 
casos, la distribución de los receptores sobre la membrana puede ser un factor 
determinante en procesos como el crecimiento o la migración de una célula 
[Thomas96]. Es evidente que los mapas de adhesión aportarían una 
información muy importante al estudio de este tipo de sistemas. 
 
En realidad, la idea de obtener mapas de adhesión en los que se 
visualicen las interacciones de reconocimiento molecular como incrementos en 
dicha adhesión se ha aplicado con éxito a muchos sistemas, [Ludwig97; 
Almqvist04]. Sin embargo, ha resultado ser mucho más difícil obtener una 
resolución lateral que permita resolver los receptores de forma individual en los 
mapas de adhesión/afinidad, ya que normalmente se ha obtenido un número 
extremadamente pequeño de eventos de reconocimiento sobre los receptores 
[Willemsen98; Willemsen99a]. 
 
Esta falta de resolución lateral ha motivado, con el mismo objetivo, el 
desarrollo de otros modos de operación del microscopio. Entre ellos destaca el 
TREC (Topography and RECognition imaging). En este modo, la punta 
funcionalizada con un ligando se excita a una frecuencia cercana a la de 
resonancia, mientras que la formación de complejos con los receptores de la 
muestra se detecta a partir de modificaciones en la amplitud de la oscilación. 
De esta forma se han conseguido obtener mapas de la distribución de 
receptores individuales sobre superficies, con una resolución de unos pocos 
nanómetros, y a una velocidad de adquisición similar a la de modos de 
operación más estándar [Stroh04a; Stroh04b; Ebner05].  
 
Nos encontramos entonces con que el modo TREC proporciona una 
resolución lateral mucho mayor que la de los mapas de adhesión. Sin embargo, 
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a favor de estos últimos está que están construidos a partir de una magnitud, la 
adhesión, que en el caso de formación de un complejo es igual a la fuerza 
necesaria para romperlo. Como se vio en el capítulo anterior, esta fuerza se 
puede relacionar a su vez con otras magnitudes como la constante de 
disociación del complejo. 
 
En este trabajo se vuelve a retomar la idea de obtener mapas de 
adhesión para visualizar la distribución de receptores sobre superficies, pero 
con el interés puesto en conseguir una resolución lateral suficiente como para 
resolver receptores individuales. No sólo eso, sino que el número de puntos de 
la imagen de adhesión que reflejan eventos de reconocimiento debería ser lo 
suficientemente alto como para permitir construir una distribución de 
probabilidad para la fuerza de ruptura para un solo receptor. Con este propósito 
se ha operado el AFM en el modo jumping (sección 2.3.3.2), con la DSP 
programada para obtener, en tiempo real y de forma simultánea, mapas  de la 
superficie representando la topografía y la máxima adhesión entre punta y 
muestra. Como sistema ligando-receptor se ha decidido utilizar el complejo 
avidina-biotina, un estándar para las medidas de fuerzas intermoleculares con 
AFM [Florin94; Ebner05]. Como se verá, la funcionalización de puntas con 
biotina, y la operación del AFM en el modo jumping, ha permitido obtener 
mapas de adhesión en los que se resuelven claramente las moléculas de 
avidina como incrementos en la señal de de estos mapas. 
 
8.2. El complejo avidina-biotina. Un modelo para los 
sistemas ligando-receptor 
 
En este trabajo se ha utilizado uno de los sistemas considerados como 
modelo dentro de los ligando-receptor: el que forman la avidina y la biotina. La 
avidina es una proteína soluble presente en la clara de huevo. Está formada 
por cuatro cadenas polipeptídicas idénticas, cada una con 128 aminoácidos 
plegados en forma de barril beta, y que se asocian formando un tetrámero. 
Cada una de estas subunidades tiene en su extremo final un sitio de unión para 
la vitamina H, más conocida como biotina. 
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Figura 8.1. Representación de la unión entre una molécula de biotina y una de las cuatro 
subunidades de una molécula de avidina. 
Las primeras evidencias sobre la existencia de la avidina surgieron tras 
constatar que una dieta rica en clara de huevo producía una deficiencia de 
biotina, independientemente de que esta vitamina se introdujese de forma 
complementaria en la dieta [Eakin40]. Este efecto se atribuyó a que algún 
componente de la clara de huevo estaba almacenando la biotina. Poco 
después esta hipótesis se verificó tras aislar la proteína que cumplía esta 
función, que pasaría a llamarse avidina [Gyorgy41]. 
 
Probablemente, la función biológica de la avidina consiste en acumular, 
e inactivar, la biotina presente en la clara de los huevos de diversas especies, 
evitando así la proliferación de microorganismos. Sin embargo, lo que ha 
convertido al complejo avidina-biotina en un modelo para el estudio de 
sistemas ligando-receptor es que, con una energía de enlace de TkE Bb 35≈ , y 
una constante de disociación de Mkoff
1510−=  [Green75], se sitúa entre los 
enlaces no covalentes más fuertes de los sistemas biológicos. Más aún, el 
desarrollo de métodos para modificar moléculas biológicas, como anticuerpos, 
añadiendo biotina en su superficie, ha permitido emplear este sistema para un 
amplio rango de aplicaciones biotecnológicas, como por ejemplo en la 
detección de proteínas mediante la técnica  ELISA [Wilchek86]. 
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La alta estabilidad del complejo avidina-biotina, junto con la posibilidad 
de que éste se forme aún cuando la avidina se encuentra adsorbida sobre 
superficies, lo ha convertido también en un sistema modelo para el estudio de 
fuerzas intermoleculares en AFM [Florin94; Ebner05].  
 
8.3. Diseño del experimento 
 
El objetivo del experimento que se propone es detectar moléculas de 
avidina depositadas sobre superficies a partir de su afinidad por moléculas de 
biotina ancladas a la punta. Para ello se han obtenido mapas de adhesión de 
las muestras operando el AFM en el modo jumping. En esta sección se explica 
de forma más concreta el diseño de este experimento, como por ejemplo la 
adsorción de avidinas sobre superficies, la visualización de las mismas, y el 
anclaje de las biotinas a la punta. 
 
8.3.1. Adsorción de avidina sobre mica 
 
Como se vio en el capítulo 5, la mica  es una superficie idónea para la 
visualización de moléculas de avidina en medio líquido mediante AFM. Una de 
las razones es que es atómicamente plana durante extensiones mucho más 
grandes (~1-10μm) que la que ocupan las moléculas de avidina (~5nm). Esta 
característica permite visualizar las moléculas de avidina individuales 
depositadas sobre mica sin que se puedan confundir con la rugosidad del 
substrato. 
 
Uno de los requisitos que deben cumplir las superficies para poder 
emplearlas en experimentos de medidas de fuerzas intermoleculares es que su 
interacción con los receptores no debe interferir en la interacción de éstos con 
los ligandos. La capacidad de las moléculas de avidina adsorbidas sobre 
diversos tipos de superficies para formar complejos con moléculas de biotina es 
conocida [Wilchek86], una característica que también se ha comprobado para 
el caso de superficies de mica [Ebner05].  
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Por otro lado, las superficies de mica en disoluciones con pHs cercanos 
al fisiológico tienen una fuerte carga negativa (Anexo B.2). Esta carga es el 
origen de su fuerte interacción con la avidina, una proteína muy básica, con un 
punto isoeléctrico, pI, de ~10.5, que a pHs fisiológicos implica una fuerte carga 
positiva en su superficie (Anexo B.3). Esta interacción ha demostrado ser lo 
suficientemente fuerte como para que la avidina permanezca anclada a la mica 
durante la ruptura de un enlace que la mantenga unida a una molécula de 
biotina [Ebner05].  
 
Todas estas características hacen de la mica una superficie idónea para 
llevar a cabo el reconocimiento de moléculas de avidina.  
 
8.3.2. Visualización en modo jumping: mapas de adhesión y 
operación en el régimen EDC repulsivo como forma de evitar 
adhesiones no específicas 
 
Para obtener mapas de adhesión de las superficies de avidina se ha 
decidido operar el AFM en el modo jumping (sección 2.3.3.2). En este modo, la 
DSP está programada para obtener, para cada punto de la imagen, el valor de 
la altura (topografía), y la máxima adhesión entre punta y muestra a partir de la 
curva de separación. Estas son las magnitudes que se transmiten para cada 
punto al ordenador de control. Así, se obtienen mapas de topografía y adhesión 
de la muestra de forma simultánea y en tiempo real.  
 
Para que la detección de las moléculas de avidina se lleva a cabo con 
éxito, estás deben dar lugar a un incremento muy localizado de la señal de los 
mapas de adhesión que permita diferenciarlas claramente del resto de la 
muestra, donde, debido a la especificidad de la interacción de reconocimiento 
molecular, no se debería observar ninguna adhesión. Sin embargo, esta 
estrategia se encuentra con un importante problema: las adhesiones no 
específicas entre punta y muestra. En efecto, pueden existir otras interacciones 
que también darán lugar a eventos de adhesión, como electrostáticas o de van 
der Waals, aparte de la que se desarrolla entre el ligando y el receptor. El valor 
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de estas adhesiones puede ser mayor, incluso, que la fuerza necesaria para 
romper un complejo avidina-biotina. Para evitar este problema se ha utilizado la 
estrategia propuesta en [Willemsen99a], que consiste en visualizar las 
superficies en el régimen EDC repulsivo. Como se vio en el capítulo 5, es 
posible visualizar moléculas de avidina depositadas sobre mica en este 
régimen sin establecer en ningún momento contacto mecánico entre punta y 
muestra. También se demostró que, al evitar este contacto, desaparecen la 
mayoría de las adhesiones no específicas. Más aún, la operación del AFM en 
el modo jumping proporciona una gran estabilidad a la visualización en el 
régimen EDC repulsivo como consecuencia de la capacidad para corregir los 
efectos de la deriva en la deflexión del fleje.  
 
En la Fig. 8.2 se representan mapas simultáneos de topografía y 
adhesión de moléculas de avidina, en los que se puede observar tanto la 
estabilidad del modo jumping, como el efecto que tienen las interacciones no 
específicas en los mapas de adhesión. Las imágenes se han obtenido en 
tampón PBS 15mM, y operando el AFM en el modo jumping con una punta de 
nitruro de silicio, de modo que se desarrolla una fuerza EDC repulsiva entre 
punta y muestra. Los mapas simultáneos de topografía y de adhesión de las 
Figs. 8.2A y 8.2B se han obtenido aplicando una fuerza de ~40pN, por debajo 
del valor al que ocurre el salto al contacto, que para este experimento es de 
~80pN. Se observa una adhesión homogénea para toda la superficie. El valor 
de esta adhesión, que oscila en el rango 50pN-80pN, se atribuye 
exclusivamente a la fuerza hidrodinámica que actúa sobre el fleje (sección 3.5). 
 
El efecto de las interacciones no específicas se puede observar en las 
Figs. 8.2C y 8.2D, en las que se representan dos mapas simultáneos de 
topografía y de adhesión obtenidos para la misma muestra, punta, y 
condiciones experimentales que las imágenes anteriores. Sin embargo, en esta 
ocasión las imágenes se han adquirido operando en el régimen de contacto, 
para lo que se ha aplicado una fuerza de ~100pN. Se observa como el hecho 
de que se entable contacto mecánico da lugar a una fuerte adhesión sobre la 
superficie de mica que puede llegar a ser del orden de varias centenas de 
piconewtons. Estas fuerzas son incluso mayores que la mayoría de las fuerzas 
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de ruptura para complejos ligando-receptor que se han medido con AFM, que 
suelen rondar los 100pN [Baumgartner00; Pfister05; Ebner05]. Así, en el caso 
de que la punta hubiese estado funcionalizada con biotina, hubiese sido muy 
difícil distinguir las adhesiones debidas a interacciones de reconocimiento 
molecular de las adhesiones no específicas que aparecen sobre la superficie 
de mica.  
 
 
 
Figura 8.2. Imágenes de moléculas de avidina sobre una superficie de mica, obtenidas en 
tampón PBS 15mM pH 7.4, con una punta de nitruro de silicio, y operando el AFM en modo 
jumping. En estas condiciones se desarrolla una fuerza EDC repulsiva entre punta y muestra. 
Las imágenes simultáneas de A) topografía y B) adhesión se han obtenido trabajando en el 
régimen EDC repulsivo. Para ello se ha aplicado una fuerza de ~40pN, por debajo del valor al 
que ocurre el salto al contacto sobre la mica, que en este caso es de ~80pN. Por el contrario, 
las imágenes simultáneas de C) topografía, y D) adhesión, se han adquirido operando en el 
régimen de contacto, incrementando para ello la fuerza aplicada hasta un valor de ~100pN. 
 
Como se verá más adelante, las puntas funcionalizadas con biotina 
también conservan la capacidad de visualizar moléculas de avidina sobre mica 
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en el régimen EDC repulsivo, por lo que se ha trabajado en este régimen para 
evitar las adhesiones no específicas.  
 
8.3.3. Anclaje de biotina a la punta: diseño y caracterización 
 
La operación del AFM en el régimen EDC repulsivo implica que, durante 
la visualización, punta y muestra se mantienen alejadas una distancia similar a 
la longitud de Debye del líquido en el que se realiza el experimento. Esto 
también implica que si se adsorbiesen directamente los ligandos sobre la 
superficie de la punta, éstos no entablarían nunca contacto con los receptores 
depositados sobre la muestra. 
 
 
 
Figura 8.3. Representación esquemática de la funcionalización de puntas de nitruro de silicio 
con anticuerpos biotinilados a través de espaciadores Aldehído-(PEG)18-NHS. El espaciador se 
ancla a través del grupo NHS a los grupos amino en la superficie de la punta (reacción 
resaltada en rojo). El otro extremo del espaciador contiene un grupo aldehído, el cual puede 
formar un enlace covalente con una de las lisinas presentes en las superficie de un anticuerpo 
anti-IgG humana biotinilado (reacción resaltada en azul). 
 
Para permitir la formación de complejos avidina-biotina durante la 
operación en el régimen EDC repulsivo, se han utilizado moléculas 
espaciadoras (sección 7.1.3.2) para anclar la biotina a la punta. Así, junto con 
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todos los beneficios que aporta esta estrategia, se permite además que la 
biotina alcance la muestra aunque la punta se mantenga alejada de ella. En 
concreto, se ha utilizado el mismo polímero de glicol de polietileno bifuncional, 
ALD-(PEG)18-NHS, que se empleó para la caracterización de la interacción 
entre partículas tau (sección 7.2). Sin embargo, en este caso, el extremo ALD 
del espaciador se une a un anticuerpo anti-IgG humana biotinilado a través de 
las lisinas que este último presenta en su superficie (Fig. 8.3). Se ha decidido 
utilizar este montaje, en vez de unir directamente la biotina a un espaciador, 
para incrementar la distancia entre la biotina y la punta. El tamaño de estos 
anticuerpos, deducido a partir de datos de cristalografía de rayos X, es 
aproximadamente 10 × 14 × 5 nm [Amit86], valor que coincide con la altura que 
presentan en imágenes de AFM [Caruso98]. Esta longitud, sumada a la del 
espaciador, que es de unos 6nm, aumenta las posibilidades de que la biotina 
interaccione con las avidinas de la superficie a pesar de la separación que 
media entre punta y muestra. 
 
 A partir de ahora, se denominará sensor al conjunto formado por la 
biotina, el anticuerpo, el espaciador, y una probable polimerización de la 
etanolamina con la que se recubren las puntas de nitruro de silicio. Para 
caracterizar este sensor se han realizado curvas de fuerza con puntas 
biotiniladas sobre superficies de mica totalmente recubiertas con moléculas de 
avidina (Fig. 8.4). La Fig. 8.4A representa una curva de fuerza característica de 
este experimento. Se observa un solo pico de adhesión, con el comportamiento 
elástico no lineal característico de los espaciadores de PEG (sección 7.1.3.2), 
lo que confirma que la adhesión se debe a la interacción entre la molécula que 
se encuentra en el final del espaciador, el anticuerpo biotinilado, y la superficie 
de avidina. La probabilidad de formación de enlaces para el experimento al que 
corresponde esta curva ha sido de un ~25%, observándose como máximo un 
solo pico de adhesión en cada curva de fuerza. Según el razonamiento que se 
expone en la introducción, estos resultados implican que, muy probablemente, 
sólo un sensor puede alcanzar la superficie de avidinas e interaccionar con ella 
[Tees01]. En este caso, también se espera que cada pico de adhesión 
corresponda a la ruptura de un solo complejo avidina biotina, ya que, aunque el 
anticuerpo contiene varias biotinas en su superficie, es probable que sólo una 
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de las biotinas interaccione con una avidina de la superficie, dada la estricta 
conformación que deben adquirir las moléculas para formar un complejo. 
 
 
 
Figura 8.4. A) Curva de fuerza sobre una superficie de mica totalmente recubierta con avidina 
realizada con una punta biotinilada en tampón PBS 15mM pH 7.4. Se observa una fuerza 
atractiva con un comportamiento elástico no lineal característico de los espaciadores de PEG, 
hasta que, a una distancia de unos 13nm, se observa un evento de ruptura tras el cual el fleje 
recupera su posición de equilibrio. B) Curva de fuerza realizada con una punta biotinilada 
diferente. Se observan dos eventos de ruptura precedidos de una adhesión no específica. C) 
Representación de la fuerza frente a la separación entre punta y muestra para un conjunto de 
eventos de ruptura registrados durante el mismo experimento que A). D) Curva de fuerza 
correspondiente a la misma muestra y punta que en A), pero realizada tras haber bloqueado la 
punta con estreptavidina. E) Diagrama de un evento de ruptura en el caso de que la normal 
entre punta y muestra no coincida con la extensión del sensor.  
 
El protocolo de funcionalización de las puntas se ha optimizado para 
obtener, como en el caso de la punta anterior, un solo espaciador en el extremo 
final. Sin embargo, este no siempre sucede, tal y como se muestra en la curva 
de la Fig. 8.4B. En esta curva se pueden observar tres picos de adhesión, 
implicando la ruptura de tres enlaces diferentes. Los dos últimos picos tienen el 
carácter elástico de los espaciadores de PEG, indicando que los anticuerpos 
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anclados a través de dos espaciadores diferentes han formado un enlace con 
las moléculas de avidina en la superficie. Por el contrario, el primer pico 
presenta una pendiente lineal, similar a la del contacto, indicando que las 
superficies de punta y muestra se mantienen en contacto durante la adhesión. 
Esta forma permite descartar que los espaciadores hayan intervenido en este 
proceso de adhesión, y, por lo tanto, que tenga su origen en una interacción 
avidina-biotina. 
 
Estudiemos más a fondo los resultados obtenidos con puntas que sólo 
han mostrado un pico de adhesión como máximo en cada curva de fuerza, 
indicando la presencia de un único espaciador. La razón de centrar el estudio 
en estas puntas es que los resultados se pueden extrapolar al caso en el que 
se estudien avidinas individuales. En efecto, en esa situación, aunque existan 
varios espaciadores en la punta, es probable que sea siempre el mismo el que 
interaccione con las moléculas de la superficie. En concreto, fijémonos en los 
resultados que se han obtenido con la punta con la que se ha realizado la curva 
de la Fig. 8.4A. En la Fig. 8.4C se representa la fuerza frente a la separación 
entre punta y muestra para un conjunto de eventos de ruptura obtenidos con 
esta misma punta. Se representan 49 eventos de ruptura, registrados tras 
realizar 200 curvas de fuerza (indicando una probabilidad de enlace del 25%). 
El valor que se obtiene a partir de estos puntos para la fuerza de ruptura más 
probable es de 48pN, un valor similar a los publicados por otros grupos 
[DeParis00; Riener03]. 
 
Los resultados de la Fig. 8.4C también proporcionan una información 
muy importante sobre la interpretación de los valores de fuerza obtenidos con 
el AFM. A partir de los puntos representados en esta figura, se obtiene un valor 
medio para la longitud de ruptura (la separación entre punta y muestra a la que 
se produce el evento de ruptura) de 14nm, un valor similar al que se espera 
para la longitud del sensor (los 6nm del PEG sumados al tamaño del anticuerpo 
biotinilado, que estará entre 5nm y 15nm, dependiendo de su orientación). 
Como se explicó en el capítulo anterior, la ruptura de un enlace es un proceso 
estocástico, por lo tanto, se espera obtener una dispersión de valores de 
fuerza, tal y como se observa en la Fig. 8.4C. Sin embargo, en esta figura 
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también se observa una inesperada dependencia de la fuerza con la 
separación entre punta y muestra a la que se producen los eventos de ruptura. 
En efecto, se puede comprobar cómo cuanto más grande es la longitud de 
ruptura, más grande es también la fuerza a la que se rompe el complejo.  Una 
posible explicación a este comportamiento es que la dirección del espaciador 
en el momento de la ruptura, que es la misma sobre la que se ejerce la fuerza 
total, no coincide con la normal punta-muestra. Así, la medida de la fuerza con 
el AFM, donde sólo se registra la fuerza normal entre punta y muestra, 
correspondería sólo a una componente de la fuerza total (Fig. 8.4E). Esta 
hipótesis se ha verificado, como se verá más adelante, a partir del estudio de 
los mapas de adhesión sobre moléculas individuales. 
 
Al igual que se hizo en el estudio de la interacción entre proteínas tau, se 
debe comprobar que la fuerza que se ha estudiado corresponde, 
efectivamente, a la ruptura de complejos avidina-biotina. Para ello se han 
incubado las puntas con estreptavidina, una proteína con una alta afinidad por 
la biotina, y que bloqueará la interacción con las avidinas de la superficie. Tras 
bloquear de esta forma la punta de las Figs. 8.4A y 8.4C, la probabilidad de 
adhesión con la superficie de avidina se redujo por debajo de un 2%. La curva 
de la Fig. 8.4D, en la que no se observa ningún tipo de histéresis entre la 
aproximación y la separación, es característica de las que se obtienen tras el 
bloqueo. La práctica desaparición de las adhesiones confirma la naturaleza 
específica de las fuerzas que se han estudiado. 
 
8.4. Imágenes de adhesión para recubrimientos de 
avidina por debajo de la monocapa 
 
Como se ha comentado, el experimento consiste en detectar, a partir de 
los mapas de adhesión, moléculas de avidina depositadas de forma individual 
sobre superficies de mica. Para ello, se deben evitar las adhesiones no 
específicas entre punta y muestra que puedan dificultar la localización de los 
eventos de ruptura. Como se ha comentado, una estrategia para evitar las 
adhesiones no específicas consiste en trabajar en el régimen EDC repulsivo, 
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de modo que punta y muestra no entren en contacto. Esta estrategia requiere 
que la punta tenga una carga del mismo signo que la mica, que, a pH neutro, 
es negativa (Anexo B.2). Las puntas que se han utilizado son de nitruro de 
silicio, de modo que también desarrollan una carga negativa en su superficie 
(Anexo B.1), resultando en una interacción EDC repulsiva con las superficies 
de mica, tal y como se ha comprobado repetidas veces en capítulos anteriores 
(Figs. 5.1-5.6). Para la funcionalización de las puntas se han utilizado los 
grupos silano de su superficie, los mismos que le confieren la carga negativa, 
como anclaje para los espaciadores (Anexo B.4). Sin embargo, el protocolo de 
funcionalización está optimizado para obtener un número pequeño de 
espaciadores en la punta. Esto también implica que una parte de los grupos 
silano permanece sin reaccionar, conservando así la punta su carga negativa y 
la consiguiente fuerza EDC repulsiva con la mica. 
 
En las Figs. 8.5A y 8.5B se representa un ejemplo característico de los 
mapas de topografía y adhesión que se han obtenido con puntas biotiniladas 
sobre superficies con moléculas de avidina. En la imagen de topografía, Fig. 
8.5A, se pueden observar varias partículas que pueden corresponder a 
moléculas individuales de avidina. La altura de estas moléculas está en el 
rango 2nm-3nm, un valor por debajo del de la molécula (~5nm), pero que 
coincide con el obtenido en el capítulo 5 para avidinas visualizadas en el 
régimen EDC repulsivo. En el mapa simultáneo de adhesión, Fig. 8.5B, se 
observa un claro incremento de la adhesión para las posiciones ocupadas por 
nueve moléculas de la imagen, mientras que sobre el resto no se observa 
ninguna adhesión. Entre las que no exhiben ninguna adhesión se encuentran 
una partícula alargada, y una partícula granular de unos 7nm de altura 
(señalada en la topografía), que probablemente serán agregados de proteína, o 
quizás impurezas, pero no moléculas individuales. De forma general, se ha 
observado que alrededor de un 80% de las partículas que se han identificado 
en las imágenes de topografía como moléculas de avidina individuales han 
dado lugar a incrementos en la señal de adhesión. 
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Figura 8.5. Mapas simultáneos de A) topografía y B) adhesión obtenidos con una punta 
biotinilada sobre una muestra de avidina sobre mica, en tampón PBS 15mM pH 7.4, y a una 
velocidad de adquisición de 190 píxel s-1. En la topografía se observan tanto moléculas 
individuales como agregados. En el mapa de adhesión se observan incrementos de la señal 
sobre las posiciones ocupadas por avidinas individuales y que corresponden a eventos de 
ruptura. También se muestran mapas de C) topografía y D) adhesión de la misma muestra, 
obtenidos con la misma punta y en las mismas condiciones experimentales, pero tras añadir 
estreptavidina en la celda líquida. Se observa como han desaparecido los picos de adhesión 
sobre las moléculas tras bloquear la biotina de la punta.  
 
Al igual que para los experimentos anteriores, es crítico comprobar que 
la adhesión que se observa sobre las moléculas se debe a una interacción 
específica con las moléculas de  biotina ancladas a la punta. Con este 
propósito se han realizado dos tipos diferentes de experimentos de bloqueo. El 
primero ha consistido en bloquear la biotina de la punta añadiendo 
estreptavidina en la celda líquida. La estreptavidina, que no se adsorbe sobre la 
mica a pH neutro, formará complejos muy estables con la biotina de la punta, 
impidiendo a su vez que ésta interaccione con la avidina de la muestra. En las 
Figs. 8.5C y 8.5D se representan dos imágenes simultáneas de topografía y 
adhesión, adquiridas después de realizar este bloqueo en el mismo 
experimento al que corresponden las Figs. 8.5A y 8.5B. Es evidente como, tras 
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bloquear la biotina de la punta, no se observa ninguna adhesión sobre las 
moléculas de avidina. 
 
 
 
Figura 8.6. Mapas simultáneos de A) topografía y B) adhesión obtenidos con una punta 
biotinilada sobre una muestra de avidina sobre mica, en tampón PBS 15mM pH 7.4, y a una 
velocidad de adquisición de 190 píxel s-1. Se observa un incremento en la señal de los mapas 
de adhesión sobre las posiciones ocupadas por las avidina como consecuencia de la formación 
de complejos con la biotina de la punta. Los mapas de C) topografía y D) adhesión se han 
obtenido tras añadir biotina en la celda líquida. Se puede ver como han desparecido los picos 
de adhesión debido al bloqueo de las moléculas de avidinas. 
 
El segundo experimento de bloqueo ha consistido en añadir biotina en la 
celda líquida. Esta biotina formará complejos con las moléculas de avidina 
sobre la superficie, impidiendo que éstas interaccionen a su vez con las 
biotinas de la punta. El resultado de este bloqueo se muestra en la Fig. 8.6. En 
esta figura se representan imágenes simultáneas de topografía y adhesión para 
la misma zona de una muestra de avidina sobre mica, antes (Figs. 8.6A y 
8.6B), y después (Figs. 8.6C y 8.6D), de añadir biotina. Se observa como las 
moléculas dejan de dar lugar a picos de adhesión tras el bloqueo, confirmando 
la especificidad de la interacción. 
 192 
 
 
Figura 8.7. Capturas de osciloscopio durante la visualización en modo jumping de moléculas 
de avidina sobre mica con una punta biotinilada. A) Desplazamiento vertical de la muestra 
durante la adquisición de un punto de la imagen. Al principio, la señal es constante y 
corresponde a la mínima separación entre punta y muestra que se mantiene mientras está 
conectado el circuito de retroalimentación. Cuando el circuito se abre, la muestra se aleja 
aplicando una rampa sinusoidal de voltaje al piezoeléctrico sobre el que está depositada 
(rampa de separación). En el momento de mayor separación se desplaza lateralmente la 
muestra, tras lo cual se vuelve a aplicar un rampa sinusoidal de voltaje, pero esta vez 
invirtiendo la polaridad, de modo que la muestra se acerque a la punta (rampa de 
aproximación). Una vez finalizado el salto, el ciclo vuelve a comenzar. B) Deflexión del fleje 
durante la adquisición de un píxel sobre el substrato de mica. La única fuerza atractiva que se 
observa es la hidrodinámica que actúa sobre el fleje. C) Deflexión del fleje durante la 
adquisición de un píxel sobre una molécula de avidina. Aparecen dos mínimos durante la 
separación. El señalado con la flecha H, que tiene un comportamiento muy suave similar al de 
B), se debe a la fuerza hidrodinámica. El señalado con la flecha R, que termina con un salto 
brusco de la señal de deflexión, se asocia con la ruptura de un complejo avidina-biotina. Esta 
es la forma que presentan los picos de los mapas de adhesión de las Figs. 8.5B y 8.6B. D) 
Deflexión del fleje durante la adquisición de un píxel sobre el substrato de mica. Se observa un 
pico de adhesión durante el que la deflexión del fleje conserva la misma pendiente que en el 
contacto mecánico. Esta es la forma característica de las adhesiones no específicas, como las 
que se dan entre la punta y la mica en la Fig. 8.2. 
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 Se ha realizado un control más de la especificidad de la señal de 
adhesión. Consiste en seguir la señal de la deflexión del fleje en tiempo real 
con un osciloscopio (Fig. 8.7). En la curva A se representa la posición vertical 
de la muestra durante la adquisición de un píxel en el modo jumping. Las otras 
curvas representan, para  tres puntos diferentes de una misma imagen, la 
deflexión del fleje para las posiciones de la muestra de la curva A durante la 
adquisición de cada uno de los puntos. Así que, en realidad, ésta es una forma 
de visualizar y registrar las curvas de fuerza en tiempo real. La curva B 
corresponde a un punto sobre la superficie de mica. Se observa como la fuerza 
cae por debajo del valor cero (asociado con la señal en el momento de mayor 
separación entre punta y muestra), pero de una forma suave, indicando que se 
debe a la fuerza hidrodinámica que se ejerce sobre el fleje. La curva C se ha 
obtenido sobre una molécula de avidina. Muestra un primer mínimo, similar al 
de la curva anterior, y que se atribuye a la fuerza hidrodinámica. El segundo 
pico, que ocurre a una mayor separación de la superficie, tiene una 
dependencia con la posición de la muestra característica de los espaciadores 
de PEG, de modo que se puede asociar con la ruptura de un complejo avidina-
biotina. Se ha verificado, para todos los mapas de adhesión que se muestran 
en este capítulo, que las adhesiones que se atribuyen a la ruptura de enlaces 
entre avidina y biotina muestran una forma similar a la de la curva C. Esto ha 
permitido diferenciarlas de las adhesiones aisladas y menos frecuentes que se 
han observado sobre la mica, que normalmente han mostrado una forma 
similar a la de la curva D. Esta curva presenta un pico de adhesión con un 
comportamiento muy similar al del desplazamiento de la muestra, señal de una 
interacción no específica entre la muestra y la superficie de la punta. 
 
8.5. Comparación entre los mapas de topografía y 
adhesión 
 
 La resolución lateral que se ha obtenido en los mapas de adhesión, 
mucho mayor que la publicada en trabajos anteriores [Willemsen99a], nos ha 
permitido también hacer un estudio más detallado de esta magnitud. 
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Figura 8.8. Mapas simultáneos de A) topografía y B) adhesión obtenidos con una punta 
biotinilada sobre una muestra de avidina sobre mica, en tampón PBS 15mM pH 7.4, y a una 
velocidad de adquisición de 190 píxel s-1. De las tres moléculas visualizadas, sólo dos 
interaccionan con la punta biotinilada. C) Perfiles trazados de forma simultánea sobre los 
mapas de A) y B) a lo largo de una molécula de avidina. D) Diagrama en el que se representa 
el extremo final de la punta, responsable de la adquisición de la topografía, y las posiciones a 
las que tiene acceso el sensor, que forman la sonda responsable de las adhesiones 
específicas. 
 
 En la Fig. 8.8 se representan dos imágenes simultáneas de topografía 
(Fig. 8.8A), y de adhesión (Fig. 8.8B). De las tres moléculas de avidina que se 
observan, dos dan lugar a un incremento de la señal de adhesión. En la Fig. 
8.8C se  representan dos perfiles trazados, de forma simultánea sobre los 
mapas de topografía y adhesión, a lo largo de la molécula situada en la parte 
superior de las imágenes. Es evidente como existe un desplazamiento lateral 
entre la señal de adhesión y la de topografía. Este comportamiento se ha 
observado en todos los experimentos que se han realizado. Más aún, también 
se ha constatado que, para una misma punta, la dirección del desplazamiento 
entre las señales de topografía y de adhesión es la misma para todas las 
moléculas. Estas observaciones son claros indicativos de que cada una de las 
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señales se adquiere con una sonda diferente. Así, mientras la topografía se 
adquiere con la superficie de la punta, la sonda efectiva responsable de las 
adhesiones específicas está formada por las posiciones a las que tiene acceso 
el sensor. El desplazamiento constante en una dirección entre las señales de 
topografía y adhesión es una consecuencia directa de la existencia de dos 
sondas diferentes, ya que es probable que el punto de anclaje del espaciador 
en la punta no coincida con el extremo final de ésta (Fig. 8.8D).  
 
Otra consecuencia de la existencia de una sonda específica para las 
interacciones de reconocimiento molecular viene del hecho de que esta sonda 
no detecta las moléculas de avidina, si no un punto muy localizado en su 
superficie, los sitios de unión a la biotina. Se puede considerar que la sonda es 
capaz de detectar la molécula de avidina cuando esté a una distancia del punto 
de anclaje del espaciador a la punta más pequeña que la longitud total del 
sensor, que en este caso está en el rango  de entre 10 y 15nm. Esto implica 
que el ancho de los picos de adhesión no será mucho más grande que el doble 
de esta longitud si efectivamente tienen su origen en una interacción 
específica. No será así en el caso de la topografía, donde las moléculas se 
detectan desde todas aquellas posiciones para las que la superficie de la punta 
contacta con la de la molécula. Este comportamiento se puede observar en las 
Figs. 8.7, 8.8, y 8.9, confirmando la hipótesis de las dos sondas, y, por lo tanto, 
la especificidad de las adhesiones sobre las moléculas. 
 
 En los perfiles de la Fig. 8.8C también se puede observar que la anchura 
de la molécula en la adhesión es más pequeña que en la topografía. Esta es 
una característica que, sin llegar a ser general, se ha observado para muchas 
puntas. Un ejemplo muy claro se muestra en la Fig. 8.9. En la esquina superior 
derecha de la imagen de topografía se observa una partícula con forma 
alargada. A pesar de que presenta la altura típica de las moléculas de avidina 
visualizadas en el régimen EDC repulsivo, no es posible obtener más 
información sobre su estructura únicamente a partir de la topografía. El mapa 
de adhesión ofrece una información adicional muy interesante. Se observan 
dos picos de adhesión diferentes sobre la molécula, situados en sus extremos y 
con una clara separación entre ellos. Esto es un claro indicativo de que la 
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molécula alargada está formada por dos moléculas de avidina, un dato que se 
puede conocer gracias a la resolución lateral que se ha alcanzado en los 
mapas de adhesión. 
 
 
 
Figura 8.9. Mapas simultáneos de A) topografía y B) adhesión obtenidos con una punta 
biotinilada sobre una muestra de avidina sobre mica, en tampón PBS 15mM pH 7.4, y a una 
velocidad de adquisición de 120 píxel s-1. En la esquina superior derecha de la topografía se 
observa una partícula con forma alargada que da lugar a dos picos de adhesión, separados, y 
situados sobre los extremos de la partícula. Esto indica que la partícula está compuesta por 
dos moléculas de avidina. 
 
8.6. Distribución de fuerzas de ruptura sobre una sola 
molécula de avidina 
 
Como se ha explicado, la ruptura de un enlace es un proceso 
estocástico, lo que implica que, para obtener una magnitud que caracterice a la 
interacción como la constante de disociación, hay que obtener un gran número 
de valores para la fuerza de ruptura (>102). En esta sección se demuestra que 
esto se puede realizar para una sola molécula a partir de los mapas de 
adhesión, en contraste con otros métodos, donde no se obtiene la imagen de 
topografía, y en los que probablemente se promedian datos obtenidos a partir 
de múltiples complejos diferentes.  
 
En efecto, la señal de un mapa de adhesión sobre una molécula de 
avidina reflejará, en el caso de que se haya formado un complejo entre la 
molécula y la biotina anclada a la punta, la fuerza necesaria para romperlo. Si 
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se realiza el experimento tal y como se explica en este capítulo, los puntos en 
los que esto ocurre se pueden distinguir claramente, ya que su valor estará por 
encima del que se alcanza sobre la mica. Si el número de puntos reflejando 
eventos de ruptura sobre una molécula es suficientemente grande, se puede 
construir una distribución de fuerzas de ruptura exclusiva para la molécula 
visualizada. Este experimento se muestra para la molécula de la Fig.8.10. A 
partir de la imagen de topografía se obtiene una altura para la molécula de 
unos 2nm, valor que coincide con el esperado para las moléculas visualizadas 
en el régimen EDC repulsivo, y una anchura a media altura de unos 14nm, un 
valor razonable si se consideran los efectos de dilación (sección 2.3.1.1). Por lo 
tanto, es razonable asumir que la molécula visualizada es una avidina 
individual. 
 
 
 
Figura 8.10. Mapas simultáneos de A) topografía y B) adhesión obtenidos con una punta 
biotinilada sobre una molécula individual de avidina sobre mica, en tampón PBS 15mM pH 7.4, 
y a una velocidad de adquisición de 160 píxel s-1. C) Distribución de las fuerzas de adhesión 
sobre la molécula. D) Perfil sobre el mapa de adhesión, trazado a lo largo de la molécula. Se 
puede observar la misma forma de campana que para el perfil de la Fig. 8.8C. 
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 Sin embargo, es importante tener en cuenta que para visualizar 
moléculas individuales hay que trabajar a velocidades de adquisición elevadas. 
A su vez, esto implica, para el caso de la operación en modo jumping, que la 
velocidad de desplazamiento vertical de la muestra también debe ser elevada. 
Por ejemplo, esta velocidad de salto para las imágenes de la Fig. 8.10 es de 
14.4μm/s. Se ha visto que para velocidades de este orden ya se debe tener en 
cuenta la fuerza hidrodinámica que actúa sobre el fleje (Fig. 3.6). El máximo 
valor que alcanza esta fuerza corresponde al valor de la señal del mapa de 
adhesión sobre la superficie de mica, que en el caso de la Fig. 8.10 es de 
~85pN. El valor tan elevado de esta fuerza complica el proceso de determinar 
sobre que puntos se ha producido un evento de ruptura. Para ello se ha 
utilizado el algoritmo de Canny para la detección de bordes [Canny86], tal y 
como está implementado en Matlab (http://www.mathworks.com). Este 
algoritmo permite detectar de forma automática los bordes del pico de 
adhesión. Finalmente, los valores de adhesión con los que se construye la 
distribución de probabilidad de fuerzas de ruptura son los que tienen un valor 
por encima del que se observa sobre la mica y que quedan dentro del área 
delimitada por los bordes detectados.  
 
Este método se ha aplicado a la molécula de la Fig. 8.10. En la Fig. 
8.10C se muestra un histograma construido a partir del valor de adhesión de 
731 puntos identificados como correspondientes a eventos de ruptura, y que 
han sido seleccionados de entre los 987 puntos que forman los picos de 
adhesión obtenidos para la molécula de la Fig. 8.10A tras visualizarla tres 
veces consecutivas. Así, la probabilidad de formación de un complejo sobre 
esta molécula es del 74%, sensiblemente mayor a la que se obtiene sobre un 
monocapa (~25%). En la Fig. 8.10C también se representa un ajuste de la 
distribución de fuerzas a una función gaussiana, del que se obtiene un valor 
medio para la adhesión sobre la molécula de 120pN. Este valor será una suma 
de la fuerza ejercida por el enlace, y de la fuerza hidrodinámica ejercida por el 
líquido, en el momento de la ruptura del complejo. Podemos hacer una 
estimación de la contribución de la fuerza hidrodinámica a partir del valor del 
mapa de adhesión sobre la mica, aunque hay que tener en cuenta que este 
valor, que es el mayor que alcanza la fuerza hidrodinámica durante toda la 
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curva, no tiene porqué coincidir con el que se ejerce en el momento concreto 
de la ruptura.  
 
 No es la fuerza hidrodinámica el único factor que puede introducir 
artefactos en la medida de fuerzas intermoleculares. Otro de los factores se 
puede deducir observando la distribución espacial de los valores de adhesión 
sobre las moléculas. Observemos el perfil trazado a lo largo del pico de 
adhesión de la molécula de la Fig. 8.10 (Fig. 8.10D). Es evidente como los 
valores de adhesión no tienen una distribución aleatoria sobre la molécula, si 
no que la fuerza en el centro del pico de adhesión es de dos a tres veces 
superior que la que se alcanza en los bordes. Esta forma de “campana” se ha 
encontrado para la mayoría de los picos de adhesión, como se puede observar 
también en el perfil de la Fig. 8.8C, indicando que la fuerza de ruptura exhibe 
una distribución espacial preferente, en contraste con la naturaleza puramente 
estocástica de la disociación de un enlace. Como se discute en la siguiente 
sección, esta observación se atribuye a un efecto geométrico que ya se 
introduce en la sección 8.3.3. 
 
8.7. Discusión y conclusiones 
 
En este capítulo se presenta un método con el que obtener mapas de 
adhesión en los que receptores (moléculas de avidina) depositados sobre una 
superficie (mica) se resuelven claramente como picos de adhesión. El método 
permite asociar el valor de la adhesión de estos picos con la fuerza ejercida 
sobre la punta en el momento de ruptura del enlace entre los receptores 
visualizados y ligandos específicos (en este caso moléculas de biotina) 
anclados a la punta. En esta sección se discuten los puntos más importantes 
del diseño del experimento, así como diferentes características e implicaciones 
de los resultados obtenidos. 
 
Uno de los factores a los que se atribuye la poca resolución lateral que 
se suele obtener en los mapas de adhesiones de reconocimiento molecular es 
el elevado tiempo que conlleva su adquisición, lo que a su vez incrementa los 
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efectos de deriva térmica. En parte, esto es una consecuencia del elevado 
número de datos que se obtienen, y del tiempo necesario para transmitirlos y 
guardarlos en el ordenador de control. En este trabajo se ha operado el 
microscopio en el modo jumping. En este modo, cada curva es analizada por la 
DSP, utilizando un sencillo algoritmo con el que se obtiene la máxima adhesión 
entre punta y muestra para cada punto de la imagen. Esta magnitud es, junto 
con la altura (topografía), la única que se transmite al ordenador de control. 
Esta es una de las características que diferencian al modo jumping, en el que 
se gana velocidad de adquisición con respecto a otros modos en los que se 
transmite toda la curva de fuerza al ordenador, y en los que el mapa de 
adhesión se construye en un proceso posterior a la adquisición.  
 
Pero por otro lado, la operación en el modo jumping también conlleva la 
pérdida de una gran cantidad de información que contienen las curvas de 
fuerza completas. Esto obliga a tomar ciertas precauciones al diseñar el 
experimento, de modo que la ruptura de un complejo se pueda deducir, e 
incluso caracterizar cuantitativamente, a partir de incrementos de la señal en 
los mapas de adhesión. Este diseño debe tener en cuenta ciertos factores: 
• Se deben evitar las adhesiones no específicas. 
• Se debe permitir la formación de complejos. 
• El valor de la fuerza hidrodinámica se debe mantener por debajo de 
la fuerza necesaria para romper un complejo. 
 
Se ha demostrado que la operación en el régimen EDC repulsivo es una 
estrategia eficaz para evitar adhesiones no específicas entre punta y muestra, 
ya que se evita en todo momento el contacto entre ambas. Más aún, en el 
capítulo 5 se demostró que el modo jumping, que se propone para obtener los 
mapas de adhesión, proporciona una gran estabilidad durante la visualización 
en el régimen EDC repulsivo debido a su capacidad para corregir los efectos de 
la deriva de la deflexión del fleje. 
 
El montaje del experimento debe reunir ciertas condiciones para permitir 
la formación de los complejos entre receptores y ligandos. Por un lado se debe 
evitar que la interacción de las moléculas con las superficies sobre las que 
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están depositadas interfiera en la formación de complejos. En este trabajo se 
han empleado protocolos de funcionalización (adsorción de avidina sobre mica 
y anclaje de biotina a través de espaciadores PEG) que han demostrado tener 
una influencia muy pequeña en la capacidad de las moléculas para 
interaccionar entre ellas [Ebner05]. Otro factor que se debe tener en cuenta es 
que se debe permitir el contacto entre ligando y receptor. Es el uso de 
espaciadores el que permite este contacto cuando se trabaja en el régimen 
EDC repulsivo, ya que, en este caso, entre la punta y la muestra media siempre 
una distancia de unos pocos nanómetros como mínimo. Finalmente, las 
moléculas deben permanecer suficientemente próximas durante el tiempo 
necesario para que se forme el complejo. La operación en el modo jumping 
ofrece la posibilidad de controlar el tiempo durante el que se mantiene la 
mínima separación entre punta y muestra. Cuanto mayor sea este tiempo, 
mayor será la probabilidad de interacción. Sin embargo, también se 
incrementará la velocidad de adquisición, resultando en una perdida de la 
calidad de las imágenes de topografía. En este trabajo se han utilizado valores 
para este tiempo de entre uno y dos milisegundos, con los que se ha 
conseguido maximizar la probabilidad de formación de enlaces, pero 
manteniendo a su vez una resolución en la topografía suficiente como para 
resolver moléculas individuales.  
 
Por último, otro factor que puede enmascarar los eventos de ruptura en 
un mapa de adhesión es la fuerza hidrodinámica. En el modo jumping el 
desplazamiento vertical de la muestra se realiza aplicando una rampa 
sinusoidal de voltaje al piezoeléctrico sobre el que está depositada. En este 
caso, la fuerza hidrodinámica alcanza un máximo a una distancia determinada 
por la velocidad y la longitud del salto (sección 3.5). Como se observa en la Fig. 
8.7C, cuando se emplean espaciadores, los picos atribuidos a adhesiones 
específicas aparecen normalmente a una distancia diferente al atribuido a la 
fuerza hidrodinámica. En el caso de la curva de la Fig. 8.7C, que se ha 
obtenido desplazando la muestra a una velocidad media de 17μm/s, la máxima 
fuerza hidrodinámica es aproximadamente la mitad de la que ejerce el complejo 
en el momento de la ruptura. La diferencia entre estos valores se reduce si se 
incrementa la velocidad durante el salto, llegando incluso a invertirse. Si se da 
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este último caso, y debido que durante la operación en el modo jumping sólo se 
registra la máxima adhesión entre punta y muestra, el mapa de adhesión 
reflejará para todos los puntos de la superficie el máximo valor de la fuerza 
hidrodinámica. Así, la fuerza hidrodinámica es uno de los factores que han 
limitado la velocidad de adquisición con la que se han conseguido resolver 
eventos de ruptura en los mapas de adhesión, y que no ha sido superior a 
250píxel/s. Este valor contrasta con las velocidades de adquisición mucho 
mayores, próximas incluso a los 500píxel/s, con las que ha sido posible obtener 
imágenes de topografía de gran calidad. 
 
Con este diseño experimental se ha conseguido que cerca de un 80% de 
las moléculas identificadas como avidinas individuales en los mapas de 
topografía den lugar a incrementos muy localizados de la señal de los mapas 
de adhesión. Dentro del área delimitada por estos picos de adhesión, se ha 
observado una probabilidad de formación de enlace del 75%. Esta probabilidad 
contrasta con la del 25% que se ha obtenido sobre superficies totalmente 
recubiertas con avidina a partir de curvas de fuerza similares a las realizadas 
durante la visualización en modo jumping, lo que se atribuye al carácter 
irregular de esta superficie. 
 
Como en cualquier estudio de interacciones de reconocimiento 
molecular, es necesario realizar experimentos de bloqueo de la interacción con 
el fin de verificar la especificidad de la misma. Esto se ha hecho de dos formas 
diferentes: bloqueando la biotina de la punta con estreptavidina, y bloqueando 
la avidina de la superficie con biotina. Los dos bloqueos han resultado en la 
desaparición de los picos de adhesión sobre las moléculas de avidina, 
confirmando la interpretación de los resultados. Además de los experimentos 
de bloqueo, se ha realizado un control adicional que ha consistido en seguir, en 
tiempo real, la señal de la deflexión del fleje con un osciloscopio. Este control 
ha permitido comprobar que las adhesiones sobre las moléculas presentaban 
el comportamiento elástico esperado para las adhesiones específicas en las 
que están involucradas moléculas espaciadoras. 
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Los mapas de adhesión que se han obtenido, aparte de ofrecer la 
posibilidad de detectar moléculas individuales, también han constatado la 
existencia de dos sondas diferentes, una para la topografía y otra para las 
adhesiones específicas. Por un lado, la superficie de la punta, que actúa como 
sonda para la topografía, detecta la molécula desde todas las posiciones para 
las que las superficies de ambas entablan contacto. Por otro lado, la sonda 
efectiva responsable de las adhesiones específicas tiene la forma de las 
posiciones a las que tiene acceso el sensor. Dado que esta sonda detecta un 
punto muy localizado sobre la superficie de la molécula, el sitio de unión al 
ligando, la extensión de los picos de adhesión específica tienen un radio 
efectivo similar al doble de la longitud del sensor. Esta característica implica 
que es posible obtener, si la longitud del sensor es más pequeña que el radio 
efectivo de la punta, una mejor resolución lateral en los mapas de adhesión que 
en los de topografía. 
 
Una consecuencia directa de la alta resolución lateral que se ha obtenido 
en los mapas de adhesiones de reconocimiento molecular ha sido la posibilidad 
de construir distribuciones de probabilidad de la fuerza de ruptura sobre una 
sola molécula. Pero por otro lado, también se ha demostrado como la fuerza 
que se registra no corresponde únicamente a la ejercida por el complejo en el 
momento de la ruptura, sino que también incluye una contribución por parte de 
la fuerza hidrodinámica. La separación de las dos contribuciones no es fácil, ya 
que, aunque el máximo valor que alcanza la fuerza hidrodinámica coincide con 
el que presenta el mapa de adhesión sobre la superficie de mica, no se registra 
su valor concreto en el momento de la ruptura. 
 
Otro resultado interesante que se ha presentado es la forma de 
“campana” que, de forma general, presentan los picos de adhesión (Figs. 8.8C 
y 8.10D). En efecto, se ha observado que el valor de la fuerza en el centro de 
los picos puede llegar a ser hasta dos o tres veces más alto que en los bordes. 
Esta característica se puede explicar en base a la misma hipótesis que la 
dependencia que presenta la fuerza de adhesión con la distancia entre punta y 
muestra para los eventos de ruptura registrados sobre superficies totalmente 
recubiertas con avidina (Fig. 8.4C). En este caso, se ha observado que la 
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fuerza necesaria para romper un complejo es, en promedio, mayor cuanto más 
grande es la separación entre punta y muestra a la que se produce la ruptura. 
Este comportamiento se explica si la dirección del espaciador extendido, que 
es sobre la que se ejerce la fuerza total, no coincide con la dirección normal 
entre punta y muestra, que es la dirección que determina la componente de la 
fuerza total que se mide con el AFM. Este mismo efecto geométrico explica la 
forma de “campana” de los picos de adhesión. Según esta hipótesis, el máximo 
del pico de adhesión coincide con la situación en la que el punto de anclaje del 
sensor a la punta esté situado justo sobre el sitio de unión a la biotina en la 
avidina, mientras que la fuerza que se registra en los bordes corresponde a la 
situación en la que la dirección en la que está extendido el sensor en el 
momento de la ruptura es prácticamente perpendicular a la normal entre punta 
y muestra. Los datos que se han obtenido ponen de manifiesto la importancia 
de este artefacto, que puede llegar a introducir un error de más de un factor 2 
en la medida de fuerzas intermoleculares en AFM. 
 
8.8. Resumen 
 
 En este capítulo se presenta un método para visualizar interacciones de 
reconocimiento molecular sobre superficies con una resolución lateral que 
permite resolver receptores individuales a partir de su interacción con ligandos 
anclados a la punta. Para ello se ha operado el AFM en el modo jumping, el 
cuál proporciona mapas simultáneos, y en tiempo real, de topografía y 
adhesión de las superficies visualizadas. Esta estrategia se ha aplicado con 
éxito al estudio de moléculas de avidina depositadas sobre mica. Para ello se 
han funcionalizado las puntas con biotina a través de espaciadores de PEG. De 
esta forma, se han conseguido obtener, junto con mapas de topografía en los 
que se resuelven claramente las moléculas de avidina, mapas de adhesión en 
los que aparecen incrementos muy localizados de la señal sobre las moléculas 
de avidina. Más aún, estos mapas permiten cuantificar la interacción de 
reconocimiento molecular, ya que la adhesión sobre las moléculas corresponde 
a la fuerza ejercida sobre la punta en el momento en el que se rompe el 
complejo que las avidinas visualizadas forman con la biotina anclada a la 
 205 
punta. Así, el método que se presenta permite construir una distribución de la 
probabilidad de la fuerza de ruptura para un solo receptor, algo que no es 
posible si éste no se visualiza de forma simultánea. Todo ello alcanzando 
velocidades de adquisición que, cercanas a los 250píxel/s (2 minutos para una 
imagen de 128x128 puntos), están muy por encima de los valores más altos 
publicados para modos de operación similares [Willemsen99b; Almqvist04]. 
 
 Los resultados que se presentan también han permitido caracterizar 
diferentes artefactos en la medida de fuerzas intermoleculares con AFM. Entre 
ellos destaca, debido a lo extendido de la técnica, uno asociado al uso de 
espaciadores para anclar las moléculas a las superficies. Este artefacto tiene 
su origen en el hecho de que la dirección de extensión del espaciador en el 
momento de la ruptura no tiene por qué coincidir con la dirección normal entre 
punta y muestra. La importancia de este artefacto es tal que se pueden llegar a 
subestimar en un factor 2, o incluso mayor, los valores para la fuerza de ruptura 
de un complejo. 
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Anexo A. Protocolos 
 
En este anexo se explican los protocolos que se han utilizado en esta 
tesis para la funcionalización de superficies con moléculas biológicas. 
 
A.1. Moléculas de avidina sobre mica 
 
A partir de avidina liofilizada comercial se preparan alícuotas de esta 
proteína con un volumen 500μl y a una concentración de 0.05 mg/ml en tampón 
PBS 15mM. Estas alícuotas iniciales se guardan entonces a -20ºC.  
 
Para conseguir un recubrimiento completo de la superficie de mica se 
agita una de estas alícuotas durante un minuto, y se deposita después sobre 
una superficie de mica recién exfoliada.  
 
Para obtener una muestra con moléculas de avidina individuales y 
aisladas sobre la superficie de mica se prepara una nueva disolución de avidina 
añadiendo 10μl de la disolución inicial en 380μl de tampón PBS 15 mM, 
alcanzando una concentración final de proteína de 1.25μg/ml. Al igual que para 
el caso anterior, se agita una de estas alícuotas durante un minuto y se 
deposita después sobre una superficie de mica recién exfoliada. 
 
En ambos casos se deja incubar durante 10 minutos la disolución sobre 
la superficie. Por último, para eliminar todo el material que no esté fuertemente 
adherido a la superficie se lava la muestra intercambiando el volumen de la 
celda líquida 20 veces con el líquido que se utilizará durante el experimento. 
 
A.2. Proteína tau sobre mica 
 
La proteína tau utilizada en este trabajo ha sido cedida por el grupo del 
Dr. Juan Jiménez de la Universidad Autónoma de Madrid. Las alícuotas de 
proteína tau proporcionadas consistían en disoluciones de proteína recién 
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purificada en tampón 10mM Hepes 0.1M NaCl pH7 a una concentración de 
0.4mg/ml. 
 
Para recubrir por completo las superficies de mica con proteína tau se 
preparan alícuotas disolviendo 20μl de la alícuota inicial en 20μl de PBS 
150mM. La alícuota final, con una concentración de 0.2mg/ml, y un volumen de 
40μl, se deposita sobre una lámina de mica recién exfoliada y se deja incubar 
durante 30 minutos.  
 
Para la visualización de partículas de tau individuales y aisladas se 
preparan alícuotas disolviendo 1μl de la alícuota inicial en 39μl de PBS 150mM. 
La alícuota final, con una concentración de 0.01mg/ml, y un volumen de 40μl, 
se deposita sobre una lámina de mica recién exfoliada y se deja incubar 
durante 10 minutos.  
 
Tanto las muestras con recubrimientos por encima como por debajo de 
la monocapa se lavan, finalizado el tiempo de incubación, intercambiando el 
volumen de la celda líquida 20 veces con el líquido que se utilizará durante el 
experimento. 
 
A.3. ADN sobre mica funcionalizada con poli-L-lisina 
 
El primer caso consiste en depositar 10μl de poli-L-lisina sobre una 
superficie de mica recién exfoliada. Inmediatamente después la superficie se 
lava con agua milliQ. Finalmente se seca con nitrógeno seco. 
 
Se preparan alícuotas iniciales de ADN en tampón fosfato de sodio 
10mM pH7 a una concentración de 0.5mg/ml. Para recubrimientos completos 
se depositan 50μl de esta alícuota inicial sobre de la superficie de poli-L-lisina, 
que se deja incubar durante 20 minutos. 
 
Para obtener moléculas individuales de ADN se diluye la alícuota inicial 
en tampón fosfato de sodio 10mM pH7 hasta una concentración final de 
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5μg/ml. Se deposita entonces un volumen de 50μl de esta alícuota final sobre 
la superficie de poli-L-lisina y se deja incubar durante un minuto. 
 
En ambos casos, las muestras se lavan, una vez transcurrido el tiempo 
de incubación, intercambiando el volumen de la celda líquida 20 veces con el 
líquido que se utilizará durante el experimento. 
 
A.4. Funcionalización de puntas con moléculas 
biológicas a través de espaciadores de glicol de 
polietileno 
 
El siguiente protocolo para la funcionalización de puntas con 
espaciadores de glicol de polietileno (PEG) se aprendió durante una estancia 
en el grupo del Dr. Peter Hinterdorfer en la Universidad de Linz. Los 
espaciadores que se han utilizado los suministró también el mismo grupo. 
 
El proceso de funcionalización de las puntas comienza con la limpieza 
de las misma, para después generar grupos amino en su superficie tras un 
tratamiento con etanolamina. El proceso continúa con la incubación de las 
puntas en una disolución de espaciadores de PEG de 18 unidades (CH2-CH2-
O)18. Los espaciadores utilizados tienen un grupo N-hidroxisuccinimida, NHS, 
en uno de sus extremos, que forma enlaces covalentes con los grupos amino 
de la superficie de las puntas. El otro extremo de los espaciadores, un grupo 
aldehído, tiene a su vez la capacidad de formar enlaces covalentes con la 
cadena lateral de las lisinas, un aminoácido muy común en la superficie de 
muchas proteínas, lo que permite emplear este protocolo para anclar a las 
puntas una gran variedad de ellas.  
 
A.4.1. Limpieza de puntas 
 
Las puntas se lavan sumergiéndose tres veces en cloroformo, por un 
intervalo de cinco minutos cada vez, tras lo cual se secan con nitrógeno seco. 
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Inmediatamente se introducen en un limpiador de ozono durante 30 minutos. 
Finalmente se sumergen tres veces en etanol durante intervalos de cinco 
minutos cada vez, y se vuelven a secar con nitrógeno seco. 
 
Este protocolo de limpieza elimina tanto el material orgánico como el 
agua adherida sobre la superficie de la punta. En el caso de que no se continúe 
de forma inmediata el proceso de funcionalización, las puntas se deben 
guardar en un ambiente sin humedad, por ejemplo en un desecador con sílica 
gel y en atmósfera de argón. 
 
A.4.2. Aminación de puntas 
 
Se disuelven 3.3g de etanolamina en 6ml de DMSO en un recipiente de 
vidrio. Para ello se debe agitar y calentar la disolución a 60ºC en un agitador 
magnético. Una vez disuelta la etanolamina, se deja enfriar la disolución. Se 
añade entonces tamiz molecular, de modo que forme una pequeña capa que 
recubra por completo el fondo del recipiente que contiene la disolución, con el 
objetivo de que absorba el agua que queda en la misma de forma residual. Se 
deposita entonces sobre la capa de tamiz molecular un portamuestras de 
vidrio, sobre el que se depositan a su vez las puntas, dejándolas incubar 
durante 24 horas. Finalizada la incubación, las puntas se sumergen tres veces 
en DMSO y dos veces en etanol, por intervalos de cinco minutos cada vez, tras 
lo cual se secan con nitrógeno seco. Si se desea interrumpir la funcionalización 
en este punto, se deben guardar las puntas en un ambiente sin humedad tal y 
como se explica en la sección anterior. 
 
A.4.3. Funcionalización de puntas de nitruro de silicio con 
espaciadores aldehído-PEG-NHS 
 
Los espaciadores de PEG se han proporcionado en alícuotas de 3.3mg. 
Se disuelven estas alícuotas en 0.5ml de cloroformo en un recipiente de vidrio. 
A esta disolución se le añaden 10μl de trietilamina N(CH2CH3)3. Se introducen 
entonces las puntas aminadas en la disolución de espaciadores, y se dejan 
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incubar durante dos horas. Finalmente  se lavan sumergiéndolas tres veces en 
cloroformo, durante intervalos de cinco minutos cada vez, tras lo cual se secan 
con nitrógeno seco. 
 
A.4.4. Unión de proteínas a espaciadores aldehído-PEG-NHS 
 
Para que una proteína forme un enlace covalente con el grupo aldehído 
que presenta el espaciador en su extremo libre, sólo es necesario que ésta 
presente en su superficie al menos una lisina. Si éste es el caso, se puede 
proceder como se explica a continuación. 
 
Se prepara una disolución con una concentración aproximada de 
~0.2mg/ml de la proteína. Se deposita entonces un cierto volumen de esta 
disolución sobre las puntas. Para funcionalizar ocho puntas se necesitan 
~200μl, mientras que para tres puntas basta con ~50μl. Se añaden entonces 
2μl de NaCNBH3 1M, y se dejan reaccionar las puntas durante una hora. Diez 
minutos antes de finalizar la incubación se añaden 10μl de etanolamina 1M en 
20% NaOH con el fin de neutralizar los grupos aldehído que no hayan 
reaccionado con las proteínas. Finalizada la incubación, se sumergen las 
puntas tres veces en el líquido en el que se vaya a realizar el experimento, 
durante intervalos de cinco minutos cada vez. Por último, las puntas se 
guardan a 4ºC en el mismo líquido en el que se vaya a realizar el experimento, 
con especial cuidado de que no se sequen en ningún momento hasta que se 
utilicen. 
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Anexo B. Densidades de carga superficial 
 
Una parte muy importante de esta tesis aborda el estudio mediante AFM 
de la carga electrostática de moléculas biológicas en medio líquido. Para 
interpretar los resultados ha sido necesario emplear valores para las 
densidades de carga de las puntas y de los substratos empleados. Del mismo 
modo, ha sido útil conocer la carga que presentan en su superficie las 
moléculas que se han estudiado, ya que ha permitido contrastar  los resultados 
obtenidos. En este anexo se explica como se ha estimado la densidad de carga 
superficial de todas estas superficies.  
 
B.1. Nitruro de silicio 
 
Un material muy empleado en la fabricación de flejes es el nitruro de 
silicio, Si3N4. Aunque las propiedades ácido-base del nitruro de silicio están 
muy influenciadas por las condiciones de preparación, su tendencia a la 
oxidación produce un crecimiento gradual de una capa en su superficie de 
óxido de silicio (SiO2) [Zhmud99], con un punto isoeléctrico (pI) alrededor de 2-
3 [Lyklema95] . En esta situación la carga de la superficie está determinada por 
la disociación de los grupos silano de la superficie: 
    
+− +→ HSiOSiOH     Ec. B.1 
 
A condiciones de pH muy bajos (del orden o por debajo del pI), el óxido 
de silicio también puede adquirir una carga positiva debido a la reacción: 
    
++ →+ 2SiOHHSiOH    Ec. B.2 
 
Asumiendo una densidad de grupos silano en la superficie de 
ρ≈7.5x1016grupos silano/m2 [Zhmud00], y que a pH 7 todos se habrán 
disociado según la primera reacción (lo que implica una carga por cada grupo 
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de  1e- ), podemos calcular la densidad superficial de las puntas de nitruro de 
silicio de:  
 
2012.0
43
mCqNSi −=⋅= ρσ   Ec. B.3 
 
B.2. Mica 
 
Las superficies de mica están entre las más utilizadas en el estudio de 
moléculas biológicas mediante AFM. La razón principal es que con una sencilla 
exfoliación se consiguen superficies limpias y planas a escala atómica para 
extensiones del orden de micras. En este trabajo se ha utilizado la mica 
muscovita, un aluminosilicato de potasio cuya fórmula idealizada es 
K2Al4Al2Si6O20(OH)4. La unidad básica de su estructura son dos láminas de 
aluminosilicatos fuertemente unidas debido a interacciones entre grupos 
hidroxilo y átomos de aluminio. Estas láminas dobles tienen una carga neta 
negativa debido a la sustitución de un cuarto de los iones Si+4 de los silicatos 
por iones Al+3. Las láminas dobles se organizan a su vez en una estructura 
superior, que también es laminar, y que se mantiene unidas debido a la 
existencia de una capa de iones K+ intercalada entre las láminas dobles de 
aluminosilicatos (Fig. B.1A). Esta interacción, que es bastante débil, es el 
origen de su fácil exfoliación. 
 
Así, las superficies de mica muestran una estructura hexagonal formada 
por átomos de Si, O y Al, con una carga neta negativa cada ~0.4nm2 
[Pashley81] (Figura B.1B). Si se sumerge una superficie de mica en una 
disolución acuosa de iones, la carga de su superficie estará determinada por 
las velocidades de asociación y disociación entre las cargas negativas de la 
superficie y los cationes presentes en la disolución. Así, la carga superficial de 
la mica depende en gran medida de la composición y pH del medio sobre su 
superficie. Afortunadamente, esta dependencia se ha estudiado de forma 
exhaustiva [Pashley81], siendo muy común emplear un valor de -0.0025C/m2 
para superficies en disoluciones acuosas con pHs cercanos a 7. 
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Figura B1. Representación esquemática de la estructura de un cristal de mica 
muscovita. Los vectores a y b definen el plano {001}, mientras que c es el eje normal a la 
superficie. A) Proyección sobre el eje a donde se muestra las capas de aluminosilicatos 
separadas por átomos de potasio. B) Proyección sobre el eje c donde se muestra la estructura 
hexagonal de una superficie de mica. Figura obtenida de [Ostendorf08]. 
 
B.3. Avidina 
 
La avidina es una proteína con forma de tetrámero extremadamente 
básica, con un punto isoeléctrico (pI) de 10.5 [Green75]. Cada una de sus 
cuatro sub-unidades contiene 9 lisinas, 8 argininas, 7 residuos de ácido 
glutámico y 5 residuos de ácido aspártico [Hunt89]. A un pH≈7 se espera que 
todos estos residuos estén ionizados, lo que implica cinco unidades de carga 
por sub-unidad [Taylor91].  
 
( ) CCq unidadsub 1919 108106.15 −−− ⋅=⋅⋅=    Ec. B.4 
 
Dado que una molécula de avidina consta de cuatro sub-unidades 
idénticas, la carga total en la superficie de la molécula será: 
 
( ) CCqq unidadsubavidina 1819 102.310844 −−− ⋅=⋅⋅=⋅=   Ec. B.5 
 
Al ser la avidina una proteína globular, con un diámetro nominal de 
~5nm [Rosano99], podemos estimar su densidad superficial de carga, σavidina, a 
pH neutro: 
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2
2 04.04
−≈== Cm
R
q
A
q avidina
avidina
avidina
avidina πσ    Ec. B.6 
 
 
 
Figura B2. Molécula de avidina donde se representan en azul los átomos de los aminoácidos 
básicos en la superficie, y en rojo los ácidos. 
 
B.4. ADN 
 
El ácido desoxirribonucleico (ADN), es un polímero cuyos monómeros se 
conocen como nucleótidos. Los nucleótidos están formados por un azúcar, una 
base nitrogenada y un grupo fosfato. La conexión entre los nucleótidos consiste 
en un enlace fosfodiéster  entre el grupo fosfato de un nucleótido y el azúcar 
del siguiente. Tras la formación de este enlace, cada uno de los grupos fosfato 
adquiere una carga negativa.  
 
Existen múltiples conformaciones posibles para el ADN, aunque la más 
común es la conocida como ADN-B. Esta estructura consiste en dos cadenas 
de nucleótidos, conocidas como hebras, que forman una estructura helicoidal: 
la doble hélice [Watson53]. Esta estructura es estable a través de enlaces de 
puente de hidrógeno entre las bases nitrogenadas de las hebras opuestas. La 
distancia entre pares de bases a lo largo de la doble hélice, y por lo tanto entre 
pares de nucleótidos, es de nmlpb 34.0≈ . Cada par de nucleótidos tendrá dos 
cargas negativas, −= eqpb 2  debido a la ionización de los correspondientes 
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grupos fosfato. Si consideramos el ADN-B como un cilindro de radio 
nmR BADN 1=− , la  densidad de carga será: 
 
 215.0
2
−
−
− ≈= CmlR
q
pbBADN
pb
BADN πσ     Ec. B.6 
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Conclusiones 
 
El objetivo de este trabajo ha consistido en desarrollar y optimizar la 
medida de fuerzas sobre superficies biológicas con el AFM, con un interés 
concreto en alcanzar una resolución lateral que permitiese el estudio de 
moléculas biológicas individuales en medio líquido. Para ello se ha trabajado 
con dos de las interacciones más relevantes para los sistemas biológicos en 
medio líquido: las interacciones electrostáticas de doble capa (EDC), sobre las 
que se centran los capítulos 4, 5 y 6, y las interacciones de reconocimiento 
molecular (RM), que se abordan en los capítulos 7 y 8. A continuación se 
resumen las conclusiones más relevantes que se han obtenido: 
 
- Capítulo 4. La operación del AFM en el modo FSI permite resolver 
moléculas biológicas individuales de tamaño nanométrico, tanto a partir de las 
imágenes de topografía, como a partir de las fuerza EDC que las moléculas 
ejercen sobre la punta del microscopio. 
 
 - Capítulo 5. Es posible visualizar moléculas biológicas individuales 
operando el AFM en un régimen EDC repulsivo sin establecer en ningún 
momento contacto mecánico entre punta y muestra. La visualización en este 
régimen proporciona una resolución similar a la que se obtiene operando en un 
régimen de contacto, siendo además mucho menos dañina para las muestras. 
También se ha demostrado que la operación en el modo jumping proporciona 
mucha más estabilidad que otros modos durante la visualización en el régimen 
EDC repulsivo. Finalmente, se ha comprobado como el contraste de las 
imágenes que se obtienen en este régimen tiene dos contribuciones,  una por 
parte de la topografía de la muestra y otra por parte de la fuerza EDC que se 
desarrolla entre las moléculas y la punta del microscopio. 
 
- Capítulo 6. Se ha desarrollado un modelo para la fuerza EDC entre 
una punta de AFM y moléculas individuales que ajusta y explica muy bien las 
curvas de fuerza realizadas sobre las moléculas, y que también permite estimar 
su densidad de carga superficial. También se ha desarrollado la representación 
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de mapas iso-distancia, y demostrado su utilidad para visualizar la distribución 
de fuerzas EDC sobre una superficie. Esta representación no solo ha  permitido 
resolver moléculas individuales, sino que también ha demostrado contener 
información cuantitativa sobre el estado de carga de las moléculas 
visualizadas. 
 
- Capítulo 7. Se ha demostrado la utilidad del AFM para caracterizar el proceso 
de agregación de la proteína tau. Por un lado, ha permitido visualizar con gran 
resolución la forma que presentan los agregados de la proteína durante 
diferentes momentos del proceso de agregación. El AFM también se ha 
empleado para estudiar la formación, y la disociación bajo la aplicación de una 
fuerza, de complejos formados entre proteínas tau. Los resultados han 
demostrado la capacidad de las moléculas de tau para interaccionar entre ellas,  
en ausencia de ningún agente que induzca la agregación, y en una escala de 
tiempo muy pequeña, del orden de milisegundos. 
 
- Capítulo 8. La operación del AFM en el modo jumping permite obtener mapas 
de adhesión en los que se pueden visualizar interacciones de reconocimiento 
molecular con una resolución lateral suficiente como detectar receptores 
individuales a partir de su interacción con ligandos anclados a la punta. Más 
aún, esto es posible a una velocidad de adquisición mucho mayor, 250píxel/s, 
que la que se consigue en otros modos de operación similares. Los resultados 
han permitido caracterizar dos efectos derivados de emplear moléculas 
espaciadoras en la medida de fuerzas intermoleculares en AFM. El primero 
consiste en la existencia de una sonda, diferente a la punta, que es 
responsable de la medida de estas fuerzas. El segundo tiene su origen en el 
hecho de que la dirección de extensión del espaciador en el momento de la 
ruptura no tiene por qué coincidir con la dirección normal entre punta y 
muestra. Este efecto “geométrico” implica que los valores de fuerzas 
intermoleculares obtenidos con el AFM  pueden subestimar hasta en un factor 
2 el valor real de la fuerza necesaria para romper un complejo. 
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 243 
Abreviaturas 
 
ADN Ácido desoxirribonucleico. 
AFM Atomic Force Microscopy o microscopía de fuerzas atómicas. 
ALD Aldehído (grupo). 
BSA Bovine Serum albumin o albúmina sérica bovina 
DSP Digital Signal Processor board, o tarjeta de procesamiento digital de 
señales. 
EDC Electrostática de doble capa (fuerza). También Doble Capa 
Electrostática. 
FSI Force Spectroscopy Imaging o visualización mediante espectroscopía de 
fuerzas. 
IgG Inmunoglobulina. 
JM Jumping Mode o modo jumping 
NHS N-hidroxisuccinimida (grupo). 
PEG Glicol de polietileno.  
PFM Pulsed Force Microscopy o modo de fuerzas pulsadas 
PHF Paired Helical Filaments o filamentos apareados helicoidales 
SPR Surface Plasmon Resonance o plasmón de resonancia superficial 
STM Scanning tunnelling microscopy o microscopía de efecto tunnel. 
UHV Ultra alto vacío (Ultra High Vacuum) 
vdW van der Waals 
WLC Worm-Like Chain (modelo) 
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Imagen de portada: molécula de ADN visualizada en el modo FSI [arriba-
izda.]; curvas de fuerza a lo largo de un perfil de la imagen anterior [arriba-
centro]; avidinas individuales visualizadas en el régimen EDC repulsivo (mitad 
superior) y en el régimen de contacto (mitad inferior) [arriba-dcha.]; mapas iso-
distancia de moléculas de ADN [centro-izda.] y de avidina [centro-centro]; 
perfiles de topografía y de mapas iso-distancia sobre una molécula de avidina 
[centro-dcha]; diagrama de la funcionalización de una punta con proteínas a 
través de espaciadores [abajo-izda.]; curva de fuerza mostrando la ruptura de 
un complejo formado por moléculas de tau [abajo-centro]; Mapa de eventos de 
reconocimiento molecular sobre una molécula de avidina [abajo-dcha.]. 
